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Mollusk samples collected from Sardinia ASLs were analyzed by IZS of Sassari. 
Samples were oysters (Crassostrea gigas, Ostrea edulis), clams (Tapes philippinarum 
and decussatus) and mussels (Mytilus galloprovincialis and edulis). Samples were 
analyzed for V. parahaemolyticus by the ISO/TS 21872-1:2007. Strains were tested by 
PCR for the presence of V. parahaemolyticus species-specific genes (toxR) and to 
detect the virulence genes (tdh and trh). V. parahaemolyticus is responsible of emerging 
public health problems. Reg. CE 2073/2005 does not fix specific criteria, however, 
recommends the application of good hygienic practices. V.parahaemolyticus prevalence 
is low. However, such results confirm that it is necessary to acquire more knowledge 
about V. parahaemolyticus in Sardinia marine seawater. It would be appropriate to 
include this microorganism in the surveillance systems for gastrointestinal diseases and 





I molluschi bivalvi costituiscono una categoria di prodotti della pesca 
particolarmente apprezzata dai consumatori ma, a motivo della loro capacità di 
filtrazione e concentrazione delle sostanze presenti nell’acqua in cui vivono, possono 
rappresentare un pericolo per la salute a causa della possibile presenza nelle parti edibili 
di contaminanti di natura biologica (batteri potenzialmente patogeni, protozoi zoonosici, 
virus di origine enterica) e chimica (contaminanti ambientali, biotossine algali ecc..). 
Nella Comunità Europea l’attività dell’acquacoltura è indirizzata principalmente 
alla produzione di molluschi bivalvi, che incide per circa il 54% sul totale delle 
produzioni ittiche. In Italia vengono allevati mitili (Mytilus galloprovincialis), vongole 
veraci (Tapes decussatus), vongole veraci filippine (Tapes philippinarum) e quantità 
limitate di ostriche (Crassostrea gigas e Ostrea edulis) (Prioli, 2008).  
La contaminazione dei molluschi è correlata alla qualità delle acque nelle quali 
vengono allevati. I molluschi sono, come è noto, organismi filtratori che  trattengono e 
accumulano le sostanze sospese in acqua e nei casi in cui non è attuato un idoneo 
trattamento delle acque reflue il rischio di contaminazione microbica è alto ma anche in 
zone ove vengono applicate corrette pratiche igieniche il pericolo è presente, pur se in 
misura decisamente inferiore. 
L'aumento del commercio internazionale e il consumo di frutti di mare crudi 
determinano un incremento del rischio dovuto all’ingestione di prodotti contaminati da 
microrganismi potenzialmente patogeni. Nell’ambito di tali microrganismi, un ruolo 
primario come agenti di tossinfezione è svolto da alcune specie di Vibrionaceae, in 
particolare Vibrio parahaemolyticus. L'incidenza di infezioni da Vibrio 
parahaemolyticus sembra essere piuttosto elevata in Giappone, Sud Est Asiatico e Stati 
Uniti d'America, in particolare lungo il Golfo del Messico (Caburlotto et al., 2008); in 
Europa il rischio di infezioni è minore ma esso risulta probabilmente sottostimato.  
Attualmente in Europa i dati scientifici disponibili non supportano l’applicazione 
di norme specifiche o criteri microbiologici per Vibrio parahaemolyticus patogeno nei 
frutti di mare. 
Lo scopo di questo lavoro è quello di fornire un contributo sulla presenza e 
distribuzione di Vibrio parahaemolyticus in campioni di molluschi bivalvi vivi prelevati 
nell’ambito del Piano di Monitoraggio e Vigilanza della molluschicoltura della Regione 
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Sardegna, orientando l’indagine sulla ricerca e sulla identificazione di Vibrio 
parahaemolyticus e caratterizzazione molecolare dei ceppi isolati. 
 
Molluschi bivalvi: caratteristiche morfologiche e biologiche 
I Molluschi bivalvi sono organismi acquatici invertebrati, a simmetria bilaterale, 
con un corpo molle racchiuso in una conchiglia costituita da due valve; appartengono al 
phylum dei Molluschi e presentano adattamenti alla vita sedentaria, essi infatti, non 
essendo dotati di movimenti attivi, sono privi di una testa differenziata (acefali). Il 
corpo, molle, è circondato ventralmente da una cavità palleale, comunicante con 
l’esterno, che è delimitata da un mantello o pallio costituito da due lobi simmetrici che 
si inseriscono ciascuno sulla faccia interna di una delle due valve, che essi stessi 
formano mediante un’apposita secrezione. I due lobi sono saldati dorsalmente tra loro; 
tra di essi, in posizione dorsale, è rilevabile la massa viscerale, al di sotto della quale 
protrude il piede, organo muscolare mobile che permette ai bivalvi di vivere ancorati al 
substrato (mitili e ostriche) o affossati nel sedimento (vongole). La conchiglia bivalve è 
costituita da tre strati, uno esterno organico detto periostraco, uno intermedio, composto 
da carbonato di calcio, a struttura prismatica, ed uno interno sempre calcareo, di 
struttura lamellare. I tre strati sono saldati insieme e talvolta possiedono notevole 
spessore. Le valve, distinte ed incernierate tra loro mediante legamenti ed incastri, si 
aprono e si chiudono grazie all’azione dei due muscoli adduttori, uno anteriore ed uno 
posteriore (Pellizzato, 1990); di norma le valve si presentano convesse, come nella 
maggioranza dei bivalvi (inclusi i Veneridi), talvolta piane e sono generalmente 
simmetriche (conchiglia equivalve) o possono essere diverse fra loro con alterazione 
della simmetria (conchiglia inequivalve) (Manzoni, 2010). Lo strato di natura organica 
della conchiglia viene prodotto dal margine esterno del mantello e il processo di 
mineralizzazione avviene nella cavità extrapalleale, compresa tra il mantello e la 
superficie interna della conchiglia (Cataudella e Bronzi, 2001).  
Il liquido intravalvare, contenuto nello spazio delimitato dal mantello, permette 
gli scambi gassosi e metabolici con la massa d’acqua circostante; grazie alla presenza di 
questo liquido, i molluschi possono sopravvivere al di fuori dell’ambiente marino per 
periodi prolungati. Essendo animali sessili o sedentari, i molluschi bivalvi raccolgono le 
particelle alimentari necessarie al loro metabolismo attraverso il processo di filtrazione, 
operata dalle branchie all’interno della cavità del mantello; tali strutture quindi, oltre 
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alla funzione respiratoria, hanno anche quella di raccolta dell’alimento, costituito 
principalmente da fitoplancton e zooplancton (Cattaneo e Bernardi, 2010). Il 
meccanismo di filtrazione è particolarmente efficiente: mitili, ostriche e vongole 
possono filtrare da 60 a 100 litri di acqua al giorno alla temperatura di 14-15 e 20°C 
rispettivamente; tale variabilità dipende, oltre che dalla temperatura, anche dalle 
dimensioni, dalla specie e dall’attività fisiologica del mollusco e dalla concentrazione di 
ossigeno, salinità, luce, pH e sostanze in sospensione (Manzoni, 2010). I molluschi 
bivalvi sono dunque dei “filtri viventi” che possono concentrare ciò che è presente nel 
mezzo in cui vivono, compresi microrganismi e contaminanti di natura chimica.  
 
Mitili (Mytilus galloprovincialis, Mytilus edulis): caratteristiche peculiari 
Il Mytilus galloprovincialis, (Fig. n. 1) chiamato comunemente cozza o mitilo, 
appartiene all’Ordine dei Mytiloida e alla Famiglia Mytilidae. Sono molluschi 
lamellibranchi, della lunghezza massima di 15 cm, con conchiglia equivalve, 
inequilaterale, da subquadrangolare a grossolanamente triangolare, allungata; il margine 
superiore si presenta più o meno rotondeggiante e non formante un angolo con la 
cerniera, mentre l’umbone si trova in posizione terminale, appuntito ed incurvato in 
avanti. 
La colorazione esterna si presenta nerastra e l’interna madreperlacea; il bordo 
del mantello di solito ha sfumature che vanno dal violetto al violetto porpora. È una 
specie endemica del Mediterraneo, ma è presente anche nell’Atlantico e nella Manica 
















Il Mytilus edulis o cozza atlantica (Fig. n. 2) presenta dimensioni inferiori 
rispetto alla specie precedente (circa 9 cm) ed è caratterizzata da una forma da 
subquadrangolare a subconica, con un margine superiore meno incurvato rispetto a M. 
galloprovincialis, quasi rettilineo e parallelo a quello inferiore che forma un angolo 
ottuso con la cerniera. L’umbone si trova sempre in posizione terminale ma poco 
appuntito e non incurvato in avanti. La colorazione esterna è leggermente più chiara 
rispetto alla specie precedente ed un ulteriore carattere distintivo è rappresentato dal 
bordo del mantello, che si presenta generalmente bruno giallastro. Questa specie è 
diffusa dalla Spagna all’Atlantico, ed è di notevole interesse commerciale, presente 
nella maggior parte dei mercati europei (Manzoni, 2010). 
 
 
Figura n. 2. Mytilus edulis  (Foto: http://www.redorbit.com/reference/blue-mussel/) 
 
Si riscontrano, tra le due specie, anche delle differenze di carattere fisiologico. 
La specie mediterranea si riproduce tutto l’anno ma con due periodi principali che 
differiscono in base alle caratteristiche chimico-fisiche dell’ambiente in cui si trova; la 
specie atlantica si riproduce una volta all’anno, nel periodo compreso tra Aprile e 
Maggio. Il metabolismo risulta più attivo in Mytilus galloprovincialis, che è in grado di 
filtrare fino a 100 litri di acqua al giorno, con una salinità dell’acqua non inferiore a 





Vongola verace nostrana (Tapes decussatus) e Vongola filippina (Tapes 
semidecussatus/philippinarum): caratteristiche peculiari 
Tapes decussatus (Fig. n. 3) e Tapes philippinarum (Fig. n. 4) appartengono 
all’Ordine dei Veneroida ed alla Famiglia Veneridae. Sono molluschi lamellibranchi, 
della lunghezza massima di 8 cm, con conchiglia equivalve, inequilaterale, ovaloide, 
allungata in senso trasversale, alquanto tronca posteriormente. Sulla faccia esterna delle 
2 valve è presente un reticolo formato da strie  concentriche di accrescimento piuttosto 
evidenti che si incrociano con numerose e sottili costolature radiali. Sia le strie 
concentriche che le costolature radiali sono più marcate alle due estremità della 
conchiglia. Presenta un seno palleale ampio e arrotondato anteriormente che non supera 
la metà della valva, con un angolo sulla estremità antero-dorsale. Tra il margine 
inferiore del seno palleale e la linea palleale è presente un ampio spazio cuneiforme. La 
cerniera non presenta denti laterali e il bordo interno è liscio. La colorazione esterna è 
variabile, bianco-grigiastra, bruno-chiara, bianco-giallastra o verdastra, con tacche e 
punti più chiari e con macchie, striature e linee spezzate brune o bruno-nerastre. La 
colorazione interna è bianco-giallastra, con sfumature. La colorazione di T. 
philippinarum è di solito molto vivace ed ha una gamma di colori più ampia rispetto alla 
T. decussatus. Altri caratteri distintivi che permettono di differenziare le due specie 
sono rappresentati  dal margine postero dorsale della conchiglia, che risulta leggermente 
angolato per T. decussatus e più breve ed arrotondato per T. philippinarum; i due sifoni, 
inoltre, si presentano totalmente separati nella prima specie ed uniti alla base e divisi 
all'estremità, nella seconda; ancora, T. philippinarum a differenza di T. decussatus, ha 
una forma meno allungata e presenta una scultura radiale più evidente nella parte 
posteriore e più liscia nella parte anteriore. 
La vongola filippina è una specie originaria del Giappone, ampiamente presente 
nelle acque dell’Oceano Indiano e Pacifico. Questo bivalve, nel corso degli anni è stato 
introdotto in Europa dal Regno Unito fino al bacino del Mediterraneo. Si tratta di una 
specie gonocorica, le cui gonadi sono rappresentate da un tessuto diffuso strettamente 
legato al sistema digestivo ed il periodo riproduttivo risulta variabile a seconda della 
zona geografica. La deposizione delle uova solitamente ha luogo in condizioni di 
temperatura comprese tra i 20-25°C e nel tardo autunno-inizio inverno viene 





Figura n. 3. Tapes decussatus . (Foto: http://www.ponzaracconta.it/wp-content/uploads/) 
 
 
Figura n. 4. Tapes philippinarum (Foto: http://invasions.si.edu/nemesis/calnemo/SpeciesSummary.jsp?TSN=8147) 
 
Ostriche (Crassostrea gigas): caratteristiche peculiari 
Crassostrea gigas o ostrica concava ( Fig. n. 5) appartiene all’Ordine dei 
Pterioida e alla Famiglia Ostreidae. Presenta una lunghezza massima di 16 cm, la 
conchiglia inequivalve presenta di solito forma assai variabile, spesso allungata e più 
alta che larga, con la valva superiore piatta e l’inferiore, che si fissa al substrato, con una 
concavità profonda a forma di cucchiaio allungato. La linea di congiunzione delle due 
valve si presenta con un’ondulatura irregolare. La colorazione esterna è grigiastra con le 
costole radiali brunastre o bruno violacee, la faccia interna si presenta bianco-lattea. È 
una specie presente in particolar modo nel Mar Adriatico e lungo le coste di Spagna e 
Francia, ove viene allevata da tempo; è molto apprezzata dal punto di vista commerciale 
con un valore leggermente inferiore a quello di Ostrea edulis (Fig. n. 6); è presente in 









Figura n. 6. Ostrea edulis. (Foto: http://www.fipsaslodi.it/Abitanti%20acque/I%20Molluschi/Ostrica.html) 
 
Crassostrea gigas, anche detta ostrica del Pacifico, vive attaccata su diversi 
substrati, rocce, detriti, conchiglie, ad una profondità che varia dalla zona interditale 
sino ad una profondità di 40 metri. Può anche vivere direttamente adagiata sul fondo del 
mare. Il range ottimale di temperatura varia da 2 a 30°C (sopporta le alte temperature 
dell’acqua per periodi limitati), mentre il range di salinità è anch’esso variabile tra il 20 
e il 25%. Le ostriche sono ermafrodite proterandriche, sono cioè maschi nella prima 
fase di vita e successivamente invertono la formazione delle gonadi e diventano 
femmine. La deposizione avviene con temperature intorno ai 20-22°C e la specie è 
molto feconda. Il primo periodo di vita delle larve, è planctonico, quindi vengono 
disperse dalle correnti e dopo circa 2-3 settimane, in adatte condizioni di temperatura e 
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di presenza di nutrienti, si possono fissare ad un substrato, dove permangono fino alla 
crescita allo stadio adulto (ISMEA, 2013). 
Molluschicoltura 
 La produzione di molluschi bivalvi, derivante dall’allevamento soprattutto di 
mitili e vongole veraci, e dalla pesca rappresenta in Italia oltre un terzo della produzione 
ittica totale.  
Nel 2012, i prodotti dell’acquacoltura hanno rappresentato il 49,6% della 
produzione ittica nazionale, e la quota predominante era costituita dalla 
molluschicoltura (64,7% sul totale) e nell’ambito di questa, la mitilicoltura 
rappresentava il 76,2% delle quantità prodotte, mentre il 23,8% è rappresentato della 
venericoltura (ISMEA, 2013).  
In Sardegna l’acquacoltura è un’attività antica, sviluppatasi inizialmente in 
forma estensiva nelle numerose lagune salmastre o stagni e, in un secondo momento, 
lungo le coste, dove è stata introdotta prima la molluschicoltura e poi la piscicoltura. 
La molluschicoltura estensiva, nei banchi naturali, consiste essenzialmente in 
un’attività di raccolta dei molluschi, rivolta principalmente a vongole veraci e arselle. 
Nel corso degli anni le produzioni estensive stanno andando incontro ad un 
continuo calo, passando da una resa commerciale di 239 kg/ha/anno nel triennio 1997-
99, a 103 kg/ha/anno nel triennio 2007-10. Questo calo è attribuibile a due fattori 
principali, il progressivo spostamento delle attività verso le coste e l’inquinamento, che 
ha provocato morie in molti stagni, tra cui quelli di Cabras, Santa Giusta e San Teodoro. 
Nelle lagune in cui si è investito per realizzare impianti per la mitilicoltura e 
l’ostricoltura la produzione è aumentata, passando da 130 tonnellate, nel triennio 1997-
99, fino a 144 tonnellate, tra il 2007 ed il 2010 (Cannas, 2011). 
La molluschicoltura in mare si è diffusa in Sardegna a partire dagli anni ‘80 ed è 
praticata maggiormente nei golfi di Oristano e di Olbia (Cannas, 2011). 
Da dati censiti nel 2008 risulta una produzione di 10.700 tonnellate di mitili e 6 
tonnellate di ostriche; le produzioni marine e lagunari sono in continuo aumento, sia per 
quanto riguarda il prodotto locale, che quello importato e commercializzato da aziende 
sarde (Laore, 2009).  
In Sardegna sono al momento operanti 18 stabilimenti riconosciuti come Centri 
di Spedizione Molluschi (CSM) e 14 riconosciuti come Centri di Depurazione 
Molluschi (CDM). Gli stabilimenti di molluschi bivalvi (MBV) necessitano di 
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riconoscimento comunitario ai sensi dell’articolo 4 del Reg. CE n. 853/2004 e s.m.i. 




In Italia l’allevamento dei mitili (Mytilus galloprovincialis, Mytilus edulis) è la 
principale attività in acquacoltura, sia per i quantitativi prodotti che per il numero di 
insediamenti produttivi (Cataudella e Bronzi, 2001). Tra le principali zone di 
produzione si annoverano il golfo di Taranto (Puglia), La Spezia (Liguria), la laguna 
Veneta, il litorale Triestino (Friuli-Venezia Giulia), il golfo di Olbia e il golfo di 
Oristano (Sardegna) e l’Emilia-Romagna, che coprono l’80% della produzione 
nazionale (Prioli, 2008). 
La mitilicoltura viene esercitata attraverso tre sistemi principali: 
 su fondale: è utilizzato in aree lagunari, il prodotto viene raccolto in 
natura, ancora sotto taglia, e spostato in siti adatti alla sua crescita fino al 
raggiungimento della taglia idonea per essere raccolto; 
 pali fissi: diffuso in aree lagunari o costiere riparate, consiste nella 
disposizione di pali in legno, cemento o metallo, collegati tra di loro da 
cavi a cui vengono appese le “reste” che trattengono i mitili. Tali reste 
sono calze in polipropilene, lunghe da 2 a 4 metri, appese alla trave e 
poste, tra loro, ad una distanza di circa 50 centimetri; 
 filari galleggianti o long-line: sistema costituito da un cavo parallelo al 
fondale, chiamato “trave”, ancorato al fondo tramite due corpi morti di 
ancoraggio e tenuto in sospensione da una serie di galleggianti (boe in 
polietilene). Nella tipologia a monoventia, vi è un unico cavo a cui 
vengono appese le reste ma si riconoscono anche impianti long-line a 
due o tre cavi (bi/ triventia) (Cataudella and Bronzi, 2001; Cattaneo and 
Bernardi, 2010).  
Gli impianti long-line a monoventia sono relativamente recenti ma sono sempre 
più diffusi e stanno gradualmente sostituendo i sistemi precedenti. Questo tipo di 
strutture offre un’ottima garanzia di resistenza a eventi meteo marini anche di forte 
intensità e, per questo motivo, viene utilizzato in zone di mare aperto (Prioli, 2008). 
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Per quanto riguarda il processo produttivo, esso inizia con il reperimento dei 
giovani mitili di 2-3 cm di lunghezza (seme) che vengono di solito direttamente raccolti 
dalle strutture dell’impianto stesso, che fungono da collettori delle larve, oppure presso 
altri substrati quali scogliere o pali di legno. Il distacco del seme dal supporto avviene 
per mezzo di raschiatori ed il prodotto raccolto viene conservato in ambiente refrigerato 
e utilizzato per la successiva fase di incalzo; con tale termine si intende il procedimento 
di riempimento delle reste con il seme precedentemente raccolto. Tale fase avviene nel 
periodo fra la primavera e l’inizio dell’estate (ISPESL, 2002). Il progressivo 
accrescimento dei mitili appesantisce le reste, quindi ogni 3-4 mesi, i molluschi 
vengono selezionati e divisi per taglia e si effettua il reincalzo delle reste, che consiste 
nella  sostituzione delle vecchie reste, con calze nuove, di dimensioni maggiori. In  9-12 
mesi si raggiunge la taglia commerciale (5 cm da D.P.R. 1639 del 2 ottobre 1968) e 
avviene la raccolta tramite draghe idrauliche o turbo soffianti, rastrelli e attrezzi da 








L’allevamento di molluschi appartenenti alla famiglia dei Veneridae, per la loro 
abbondanza e per le qualità delle carni, è diffuso in tutto il mondo e la produzione di 
vongole veraci, che sfiora i 3 milioni di tonnellate/anno, è dovuta quasi esclusivamente 
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alla specie filippina (Tapes philippinarum). Il maggior produttore mondiale di questi 
molluschi è la Cina, con oltre 1,5 milioni/tonnellate/anno, seguita dall’Italia, con una 
produzione di 50.000 tonnellate/anno (Turolla, 2008). 
Prima dell’introduzione di Tapes philippinarum in Italia si produceva 
esclusivamente la vongola verace autoctona (Tapes decussatus), che veniva 
principalmente raccolta da banchi naturali, con l’applicazione di restrizioni finalizzate 
alla gestione della risorsa per evitare il depauperamento (Turolla, 2008). 
Agli inizi degli anni ’80, a causa della domanda crescente di vongole veraci e 
della bassa resa unita alle difficoltà di allevamento della specie nostrana (Tapes 
decussatus), fu introdotta in Italia la specie di origine asiatica, che trovò condizioni 
particolarmente favorevoli di crescita e sviluppo nelle lagune salmastre dell’Alto 
Adriatico (Cataudella e Bronzi, 2001). 
La specie viene regolarmente allevata su fondali sabbiosi o fangosi, a basse 
profondità, in particolare in acque con alte concentrazioni di materiale organico o di 
microalghe in sospensione, che filtrano attivamente (Manzoni, 2010).  
Nella coltivazione delle vongole veraci si distinguono diverse fasi: 
 scelta del sito: la scelta viene fatta tenendo conto dell’idoneità sanitaria 
del sito, della pendenza del fondale, della tessitura del sedimento e 
dell’idrodinamismo. Il fondale non deve essere troppo in pendenza ed il 
sedimento ottimale è un misto di sabbia e fango, ma si possono ottenere 
anche buoni risultati con un sedimento totalmente sabbioso o fangoso, 
purché ben ossigenato (Cataudella e Bronzi, 2001); 
 predisposizione dell’area e dei fondali: l’allevamento viene delimitato in 
zone di coltura, tramite pali di castagno, in modo da diversificare nel 
tempo la gestione di semine e raccolti e garantire il prodotto 
commerciale per tutto l’anno (Cataudella e Bronzi, 2001; Turolla, 2008); 
 reperimento del seme: in Italia, nei primi anni dall’introduzione della 
specie filippina, tutto il seme è stato recuperato presso schiuditoi 
stranieri; dall’avvio delle prime produzioni su larga scala e grazie alla 
grande disponibilità di seme selvatico, attualmente, oltre il 95% del 
novellame viene reperito in ambiente naturale (Turolla e Rossi, 2011); 
 semina: viene eseguita a spaio, durante la bassa marea, al fine di 
verificare l’infossamento delle giovani vongole, ed il periodo migliore è 
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la primavera con una temperatura dell’acqua superiore ai 14°C (Cattaneo 
and Bernardi, 2010); tuttavia, vista la richiesta di prodotto, gli allevatori 
eseguono la semina durante tutto l’anno, evitando i giorni più rigidi 
dell’inverno quando la temperatura è inferiore a 5–6 °C. La semina 
direttamente su fondale, senza protezione, viene praticata per esemplari 
della lunghezza di almeno 10-12 mm; se invece il seme proviene da 
schiuditoi e, quindi presenta taglia ridotta (2-3 mm), è necessario 
prevedere una fase di preingrasso in cui viene protetto all’interno di 
tasche di rete fino al raggiungimento della taglia idonea (Turolla, 2008); 
 monitoraggio e gestione: dopo la semina del prodotto, l’allevatore 
controlla e verifica solo il buon andamento dell’allevamento fino al 
raggiungimento della taglia commerciale, che in Alto Adriatico, può 
variare dai 15 ai 25 mesi (Cattaneo e Bernardi, 2010); 
 raccolta e selezione del prodotto: i metodi di raccolta tradizionali, 
manuali o tramite impiego di rastrelli a mano o idrorasche, sono quelli 
più rispettosi dell’ambiente. In seguito alla raccolta avviene la selezione 
del prodotto, mediante setacci manuali o meccanici (Cataudella and 
Bronzi, 2001). La taglia minima di raccolta del prodotto è di 2,5 cm 
(D.P.R. n. 1639 del 2 ottobre 1968  e Reg. (CE) 1967/2006), gli 
esemplari di lunghezza inferiore, sono considerati sotto taglia e non 
possono essere destinati al consumo (Turolla, 2008). 
 
Ostricoltura 
L’ostrica concava di origine pacifica (Crassostrea gigas) è oggi un’ottima 
candidata per ampliare e diversificare la produzione della molluschicoltura italiana, 
mentre un tempo venivano allevate esclusivamente ostriche piatte autoctone (Ostrea 
edulis (Cataudella e Bronzi, 2001). 
Nonostante l’ostricoltura abbia origini antiche, in Italia viene scarsamente 
esercitata e la maggior parte dell’attuale produzione nazionale (300 t/anno circa) 
proviene da allevamenti misti, dove viene condotta principalmente la mitilicoltura; è 
stata infatti dimostrata la possibilità di allevare ostriche utilizzando gli stessi impianti in 
sospensione (long-line) degli allevamenti di mitili. 
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Lo sviluppo dell’ostricoltura si inserirebbe anche in un momento di crisi delle 
mitilicoltura italiana e, tramite l’introduzione di nuove tecniche di allevamento, si sta 
sviluppando in forma continuativa in Toscana, Sicilia, Sardegna e nella costa adriatica 
(ISMEA, 2013). 
I metodi utilizzati per l’allevamento delle ostriche sono in relazione con le 
caratteristiche dell’area marina, con il reperimento del seme e dipendono dalle richieste 
di mercato. Si riconoscono 4 metodi di coltura delle ostriche: 
 in sopraelevazione: le ostriche vengono allevate  in mare, all’interno di 
sacche fissate su tavole, poste sulla zona interditale, per parte della 
giornata esposte all’aria e al sole e poi coperte dal flusso delle maree; 
 in piano: le ostriche sono poste in contenitori mantenuti in sospensione 
sull’acqua; 
 su fondale: le ostriche sistemate in reti o in cassette rettangolari di 
plastica sono poste  direttamente sul fondale; 
 long-line: le ostriche sono allevate, come i mitili, su corde sospese in 
acqua in cestelli o  lanterne. Questo sistema di coltura è adatto alle acque 
senza marea o al largo (ISMEA, 2013). Una volta che hanno aderito ad 
un substrato, inizia la crescita fino al raggiungimento dello stadio adulto 
che avviene dopo 12-18 mesi per l’ostrica concava e, circa 30 mesi per 




Figura n. 8. Distribuzione territoriale degli impianti di venericoltura e di ostricoltura (Fonte. Unimar censimento 2009 
https://www.politicheagricole.it/flex/files/b/e/7/D.2b9875fffcc13970e2a5/cap5.pdf ) 
 
Molluschi bivalvi: legislazione, requisiti sanitari e criticità 
La salubrità e qualità dei molluschi bivalvi dipendono dai siti di allevamento, 
dalle modalità di prelievo e dai trattamenti subiti. Durante le operazioni associate alla 
produzione primaria possono insorgere, infatti, pericoli di origine fisica, chimica e 
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biologica, che devono essere gestiti attraverso l’applicazione di buone prassi igieniche; 
tali contaminazioni possono essere suddivise in primarie, derivanti cioè dall’ambiente in 
cui vive il mollusco e secondarie, che si possono verificare durante le fasi di raccolta e 
trasporto (Doz et al., 2013). In relazione ai volumi d’acqua filtrati dai molluschi bivalvi 
e alla loro capacità di accumulare contaminanti dall’ambiente circostante, riveste 
notevole importanza il controllo delle aree di produzione e raccolta. Risulta quindi 
necessaria una buona conoscenza delle caratteristiche dei fondali e delle fonti di 
inquinamento che influiscono sulla qualità delle zone di produzione, con selezione dei 
siti di allevamento e di raccolta. Nella Dir. 2006/113/CE vengono stabiliti i requisiti di 
qualità delle acque destinate alla molluschicoltura (Tab. n.1), con le indicazioni, in 
Allegato I, dei parametri relativi a pH, temperatura, colorazione, salinità, ossigeno 
disciolto, contaminanti chimici e coliformi, nonché i limiti, i metodi di analisi e la 








































Tabella n.1. Requisiti delle acque adibite alla molluschicoltura. (Fonte:  DIRETTIVA 2006/113/CE DEL 
PARLAMENTO EUROPEO E DEL CONSIGLIO del 12 dicembre 2006, Allegato I) 
 
 
La produzione e commercializzazione dei molluschi bivalvi vivi sono 
disciplinate dai Regolamenti (CE) 852/2004, 853/2004, 854/2004 e 1441/2007 e s.m.i..  
Possono essere destinati alla commercializzazione ai fini del consumo umano 
esclusivamente i molluschi prodotti (allevati o raccolti in banchi naturali) in zone 
appositamente classificate dall’Autorità competente, che nella Regione Sardegna è 
rappresentata dall’Assessorato alla Agricoltura, sulla base di apposite linee guida 
(Delibera Giunta Regione Sardegna n. 26/9 del 03/06/2009).  
I molluschi bivalvi possono essere raccolti esclusivamente da zone di 
produzione classificate dall’Autorità sanitaria competente o da banchi naturali, secondo 
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quanto previsto dal Reg. CE n. 854/05 e s.m.i., come appartenenti alle classi sanitarie A, 
B e C, sulla base della concentrazione degli indicatori di inquinamento microbiologico 
(E.coli) rilevati nella polpa del mollusco. 
Le zone di produzione sono specchi acquei dove si trovano banchi naturali di 
molluschi bivalvi o luoghi utilizzati per il loro allevamento, mentre le zone di 
stabulazione sono specchi acquei chiaramente definiti e delimitati destinati 
esclusivamente alla depurazione naturale dei molluschi bivalvi. 
Nelle zone classificate come A, i molluschi possono essere destinati direttamente 
al consumo umano, previo passaggio presso un Centro di Spedizione (CSM), ossia uno 
stabilimento a terra o galleggiante in cui i molluschi bivalvi vengono lavati, rifiniti, 
confezionati e imballati e resi idonei alla commercializzazione. 
I molluschi bivalvi raccolti presso zone classificate come B devono essere 
avviati presso un Centro di Depurazione (CDM), ossia uno stabilimento dotato di bacini 
alimentati con acqua di mare pulita in cui i molluschi bivalvi vengono collocati per il 
tempo necessario alla riduzione dei contaminanti e al ripristino dei requisiti sanitari 
previsti dalle norme vigenti di settore) oppure invio presso una zona di stabulazione 
naturale e successivamente presso un Centro di Spedizione prima di poter essere 
commercializzati. 
I molluschi bivalvi provenienti da zone classificate come C devono essere 
collocati in zone di stabulazione per almeno 2 mesi e successivamente avviati presso un 
Centro di Spedizione ai fini della commercializzazione o destinati alla trasformazione.  
Come in precedenza ricordato, non possono essere allevati e prelevati molluschi 
in zone non classificate dall’autorità competente e di conseguenza sia l’allevamento che 
la stabulazione dei molluschi bivalvi devono essere effettuati solamente in zone 
classificate come A, B e C, che differiscono tra loro, da un punto di vista 
microbiologico, in funzione del livello di contaminazione fecale (Reg. CE n. 854/2004). 
La qualità sanitaria dell’area di raccolta determina, inoltre, il livello di trattamento che i 
molluschi devono subire prima di essere posti sul mercato. 
Nelle zone di classe A i molluschi devono soddisfare i seguenti requisiti: 
- E. coli: non oltre 230 MPN (Most Probable Number) per 100 g di polpa e liquido 
intravalvare; 
- Salmonella spp : assente in 25 g di polpa di mollusco e di liquido intravalvare. 
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I molluschi allevati in questa zona possono essere raccolti e destinati 
direttamente al consumo umano, previo confezionamento presso uno stabilimento 
riconosciuto, Centro di Spedizione Molluschi (CSM).  
Nelle zone di classe B i molluschi non devono superare, nel 90 % dei campioni, 
4600 E. coli per 100 g di polpa e di liquido intervalvare. Nel restante 10 % dei 
campioni, i molluschi bivalvi vivi non devono superare 46.000 E. coli per 100 g di 
polpa e di liquido intervalvare (Reg. (CE) n. 854/2004 e Reg. (CE) n. 1021/2008). Il 
metodo di riferimento per questa analisi è il test del numero più probabile (Most 
Probable Number  o MPN) in 5 provette e 3 diluizioni  come specificato nella norma 
ISO 16649-3. In tale zona i molluschi bivalvi vivi possono essere raccolti ma, immessi 
sul mercato ai fini del consumo umano soltanto dopo aver subito un trattamento in un 
Centro di Depurazione Molluschi (CDM) o previa stabulazione in una zona avente i 
requisiti prescritti per la zona A. 
Per molluschi provenienti da zone di categoria C il trattamento richiesto è la 
stabulazione di lunga durata (≤ 2 mesi) oppure trasformazione in stabilimenti 
riconosciuti. 
I molluschi bivalvi vivi provenienti da queste zone non devono superare i livelli 
di 46.000 E. coli per 100 g di polpa e liquido intravalvare. 
I molluschi bivalvi vivi non possono essere immessi sul mercato per la vendita al 
dettaglio se non attraverso un CSM in cui deve essere apposto un marchio di 
identificazione ed etichettatura. 
In base al livello di contaminazione fecale, i molluschi bivalvi devono essere 
sottoposti ad alcuni trattamenti. I trattamenti principali che possono essere effettuati 
dopo la raccolta, allo scopo di rendere idonei al consumo i molluschi provenienti da 
aree di raccolta non di categoria A ma di categoria B, sono principalmente tre: 
1) depurazione: i molluschi contaminati possono essere purificati all’interno di un 
CDM mediante l’immissione in vasche contenenti acqua di mare pulita, per 
permettere che continuino il loro processo naturale di nutrizione per filtrazione 
affinché si realizzi la decontaminazione dai microrganismi. La depurazione è 
ritenuta accettabile solo per i molluschi raccolti in aree di classe B;  
2) stabulazione: i molluschi raccolti dalle aree contaminate sono trasferiti in 
ambienti naturali (mare, estuari o lagune), microbiologicamente puliti e 
 22 
 
classificati come aree di classe A per il tempo necessario alla riduzione dei 
contaminanti; 
3)  trasformazione in stabilimenti riconosciuti. 
Il divieto di raccolta si applica alle aree non classificate o inadatte per ragioni 
sanitarie (Tab. n. 2). 
 
CLASSE STANDARD MICROBIOLOGICO TRATTAMENTO RICHIESTO 
A Escherichia coli:≤ 230 per 100 g 
di polpa e di liquido intervalvare 
(metodo ISO TS 16649-3) 
Salmonella spp.: assente 
Nessuno 
B Escherichia coli:≤ 4.600 per 100 g 
di polpa e di liquido intervalvare 
(metodo ISO TS 16649-3) 
 Depurazione in stabilimenti 
riconosciuti; 
 Depurazione naturale in zone 
classificate ai fini della 
stabulazione; 
 Trasformazione in stabilimenti 
riconosciuti 
 
C Escherichia coli:≤ 46.000 per 100 
g di polpa e di liquido intervalvare 
(metodo ISO TS 16649-3) 
Stabulazione di lunga durata (≤ 2 mesi) 
oppure trasformazione in stabilimenti 
riconosciuti. 
L’Autorità competente può stabilire un 
tempo di depurazione inferiore ai 2 mesi 
sulla base di un’analisi del rischio 
effettuata dall’operatore stesso. 
Proibita Qualora i valori riscontrati siano 
maggiori di 46.000 Escherichia 
coli per 100 g di polpa e di liquido 
intervalvare (metodo ISO TS 
16649-3) 
Divieto di raccolta 
 




Il controllo di filiera avviene sulla base dei Regolamenti del c.d. 
“Pacchetto Igiene”.  
Nella Figura n. 9 si riporta uno schema della filiera dei molluschi bivalvi. 
 
 








I Regolamenti del c.d. “Pacchetto Igiene” (Reg. CE n. 853/04, 854/04, 882/04 e 
s.m.i.), che stabiliscono norme specifiche in materia di igiene e per l’organizzazione di 
controlli ufficiali per gli alimenti di origine animale destinati al consumo umano, 
prevedono che gli Stati membri provvedano a classificare le zone di produzione e di 
stabulazione dei molluschi bivalvi vivi e ad istituire un Sistema di Controllo sulle zone 
di produzione che permetta un costante monitoraggio finalizzato alla verifica dei 
requisiti sanitari di tali prodotti e della qualità igienico-sanitaria delle acque. A questo 
scopo sono state elaborate le Linee Guida Nazionali (Rep. Atti n. 79/CSR del 
08/07/2010), per l'applicazione del Regolamento (CE) 854/2004 e del Regolamento 
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(CE) 853/2004 nel settore dei molluschi bivalvi sulla base delle quali le zone di 
produzione e stabulazione vengono sottoposte ad un monitoraggio periodico di tipo 
microbiologico, biotossicologico e chimico. 
I molluschi bivalvi “freschi” sono quelli vivi e vitali, con le seguenti 
caratteristiche: 
1. valve integre e chiuse, o che si chiudono al tocco, retrazione dei sifoni e del 
mantello (reattività come segno di vitalità); 
2. senso di “pieno”(reazione adeguata alla percussione); 
3. all’apertura deve essere rilevabile una certa resistenza, indice di conservata 
funzionalità dei muscoli adduttori; 
4. l’odore è di mare, gradevole e salmastro; 
5. il corpo deve presentarsi ben adeso alle valve, brillante e circondato dal 
liquido intervalvare; 
6. la colorazione non è in genere indicativa, in quanto può variare in relazione 
al contenuto dell’epatopancreas, che a sua volta dipende dal pigmento delle 
microalghe ingerite. 
Gli Operatori del settore alimentare devono garantire che i molluschi bivalvi vivi 
immessi sul mercato e destinati al consumo umano, soddisfino i seguenti requisiti: 
 presentare caratteristiche organolettiche tipiche del prodotto fresco e 
vitale, in particolare gusci privi di sudiciume, reazione adeguata a 
percussioni e livelli normali di liquido intervalvare; 
 non devono contenere biotossine marine in quantità totali (misurate nel 
corpo intero o nelle parti) superiori ai seguenti limiti: 
1) PSP (Paralytic Shellfish Poison): 800 µg STX e.q./Kg p.e.; 
2) ASP (Amnesic Shellfish Poison): 20 mg AD e.q./Kg p.e.; 
3) Tossine liposolubili: Acido Okadaico, Dinophysitossine e 
Pectenotossine  complessivamente 160 µg OA e.q./Kg p.e.; 
4) Tossine Liposolubi: Yessotossine 3,75 mg YTX e.q./Kg p.e.; 
5) Tossine Liposolubili: Azaspiracidi 160 µg AZA e.q./Kg p.e.; 
Il “Piano Nazionale Integrato (PNI) 2015-2018”, ai sensi del Regolamento CE n. 
882/2004, definisce i controlli ufficiali in materia di alimenti, mangimi, sanità e 
benessere animale e sanità delle piante e, affronta gli aspetti relativi al monitoraggio e 
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alla classificazione delle acque delle zone di produzione, stabulazione e raccolta dei 
molluschi bivalvi vivi. Ad integrazione del Piano e delle Linee Guida Nazionali, in 
Sardegna è operante il “Piano Regionale di controllo ufficiale sulla produzione e 
commercializzazione dei molluschi bivalvi”, in conformità a quanto previsto dalla 
regolamentazione comunitaria, in particolare dall’allegato II, sezione VII del 
Regolamento (CE) 853/2004, e dell’allegato II del Regolamento (CE) n. 853/2004; il 
Piano si applica ai molluschi bivalvi vivi e, per analogia, ai tunicati e ai gasteropodi 
marini vivi ed ha lo scopo di fornire indicazioni di carattere applicativo ed esplicativo in 
relazione alle prescrizioni contenute nella regolamentazione comunitaria in materia di 
sicurezza alimentare, lungo le diverse fasi che compongono la filiera dei molluschi 
bivalvi.  
Il Piano è predisposto e coordinato dall’Assessorato regionale dell’Igiene e 
Sanità in collaborazione con esperti dell’I.Z.S. Sardegna e dei Servizi Veterinari delle 
AA.SS.LL.. L’attività di prelievo dei campioni di acque e molluschi bivalvi è 
demandata ai Servizi Veterinari delle Aziende Sanitarie locali (AA.SS.LL.), mentre 
l’attività analitica è di competenza dell’Istituto Zooprofilattico Sperimentale della 
Sardegna, Laboratorio accreditato ai sensi della norma ISO 17025.  
I prelievi previsti per i molluschi bivalvi hanno cadenze temporali differenti a 
seconda del parametro ricercato e della valutazione del rischio. Nella Regione Sardegna 
le frequenze dei campionamenti sono le seguenti: 
  mensili per il controllo della qualità microbiologica dei molluschi bivalvi vivi (E. 
coli, Salmonella), provenienti dalle zone di classe A e bimestrali, per le altre classi 
sanitarie;  
 quindicinali per la ricerca di fitoplancton potenzialmente tossico nelle acque di 
produzione e di stabulazione; 
 settimanali per la ricerca di biotossine algali nella polpa dei molluschi.  
Per gli accertamenti sui contaminanti ambientali (Piombo, Mercurio e Cadmio) la 
frequenza di campionamento è la stessa definita per il controllo microbiologico. La ASL 
competente per l’area classificata redige e trasmette annualmente alla Regione 
(Assessorato dell’Igiene e Sanità, Servizio di Prevenzione) la rendicontazione del piano 
di monitoraggio (Piano Regionale Sardegna Rev. 2015). 
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Il controllo per l’idoneità al consumo umano è incentrato sul controllo 
microbiologico dei batteri di origine fecale. E’ prevista la possibilità di depurare tutte le 
specie di molluschi, ma sono scarsi i dati relativi all’efficacia della depurazione nelle 
diverse specie di molluschi. Da anni si assiste a un incremento delle segnalazioni di 
infezioni alimentari dovute a patogeni emergenti quali virus e batteri marini, non 
correlati agli indicatori batterici di inquinamento fecale previsti dalla normativa vigente 
ed, inoltre, i sistemi di depurazione comunemente adottati non sono efficaci 
nell’abbattere Vibrio spp. nei tempi previsti per i batteri fecali indicatori. 
Il Reg. (CE) n. 2073/2005 Della Commissione del 15 novembre 2005 sui criteri 
microbiologici applicabili ai prodotti alimentari, non ha inserito, al momento, i vibrioni 
patogeni quali criteri microbiologici di sicurezza, considerando quanto segue nei punti 
11 e 27: 
(11) Il 19 e 20 settembre 2001 il Comitato Scientifico delle Misure Veterinarie 
in relazione alla Sanità Pubblica (CSMVSP) ha adottato un parere sul Vibrio vulnificus 
e sul Vibrio parahaemolyticus, concludendo che dai dati scientifici al momento a 
disposizione non si rilevava la necessità di fissare criteri specifici per il Vibrio vulnificus 
e il Vibrio parahaemolyticus patogeni nel pesce e nei frutti di mare, pur raccomandando 
l’istituzione di codici di condotta per garantire l’applicazione di buone prassi igieniche. 
(27) In particolare, è opportuno che i criteri per i virus patogeni nei molluschi 
bivalvi vivi siano fissati quando i metodi d’analisi siano stati sufficientemente messi a 
punto. È necessario sviluppare metodi affidabili anche per altri rischi microbiologici, ad 
esempio Vibrio parahaemolyticus (Reg. CE n.2073/2005). 
La Commissione Europea ha predisposto delle raccomandazioni che dovranno 
essere seguite dagli Stati Membri: 
1. i metodi per il rilevamento, l'enumerazione e la caratterizzazione di virulenza di 
Vibrio parahaemolyticus dovrebbero essere standardizzati ed armonizzati per 
facilitare il confronto dei dati sui vibrioni patogeni nei frutti di mare; 
2. sono necessarie ulteriori ricerche per la caratterizzazione dei determinanti di 
virulenza di Vibrio parahaemolyticus; 
3. per monitorare le infezioni causate da Vibrio parahaemolyticus, al fine di 
valutare il rischio per la salute umana, questi agenti patogeni potrebbero essere 
inclusi nella "Rete europea per la sorveglianza epidemiologica ed il controllo 
delle malattie trasmissibili" (9118/98/CE). Vibrio dovrebbe essere incluso in 
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tutti i sistemi sentinella di sorveglianza microbiologica per gastroenterite 
infettiva. I medici ed i microbiologi devono essere consapevoli delle malattie 
causate da questi organismi; 
4. ogni volta che si manifesta un caso clinico di infezione da Vibrio 
parahaemolyticus, si dovrebbe identificare la fonte di infezione, la specie, gli 
indicatori di patogenicità, e in caso di una fonte di cibo, la quantità di cibo 
consumato ed il numero di microrganismi coinvolti; 
5. dovrebbero essere raccolte tutte le informazioni riguardanti le modalità di 
consumo di frutti di mare, legate alle tradizioni locali ed alle pratiche di 
preparazione di tali alimenti all'interno degli Stati membri dell'UE; 
6. i dati relativi alla presenza del ceppo patogeno in frutti di mare e di infezioni 
causate dallo stesso, dovrebbero essere considerati per l'inclusione nella 
relazione sulle zoonosi nell'ambito della direttiva sulle zoonosi; 
7. le Buone Pratiche Igieniche (GHP), compreso il mantenimento della catena del 
freddo, devono essere applicate in tutte le fasi, dalla raccolta fino al consumo. Il 
tempo dalla raccolta allo stoccaggio deve essere il più breve possibile. Per 
evitare la contaminazione incrociata, i frutti di mare trattati non devono essere 
raffreddati in acqua di mare non trattata né conservati in contenitori utilizzati 
prima della lavorazione, se non sono stati precedentemente puliti e disinfettati; 
8. tecniche di depurazione o stabulazione non dovrebbero essere considerate valide 
per l'eliminazione di vibrioni; 
9. la pratica di considerare la contaminazione dei frutti di mare,  esclusivamente 
attraverso la conta totale dei vibrioni presenti, come indicativo per la presenza di 
vibrioni patogeni, non è appropriato e deve essere interrotto; 
10. attualmente i dati scientifici disponibili non supportano l'impostazione di norme 
specifiche o criteri microbiologici per Vibrio parahaemolyticus patogeno nei 
frutti di mare. Dovrebbero essere stabiliti dei codici di buona pratica per 
assicurare che il GHP sia stato applicato. 
Nella Figura n. 10 sono riportati i dati RASFF report 2014, dove Vibrio 
parahaemolyticus è responsabile del 2,9% degli Outbreaks dovuti all’ingestione 






Figura n. 10. Outbreaks  provocati dal consumo di molluschi/crostacei RASFF report 2014. (Fonte: 
ec.europa.eu/food/safety/rasff/.../rasff_annual_report_2014.pdf)  
 
Il genere Vibrio 
I microrganismi del genere Vibrio spp. sono molto diffusi nelle acque marine 
costiere e possono contaminare la maggior parte delle specie ittiche: pesci, molluschi 
eduli, cefalopodi, bivalvi e crostacei. 
Soni bacilli Gram negativi, di grandezza 0,5-0,8 x 1,4-2,6 μm, di forma leggermente 
ricurva (‘a virgola’) (Fig. n. 11), mobili per la presenza di un flagello, asporigeni, sono 
ossidasi positivi, a differenza delle Enterobacteriaceae, fa eccezione il V. metschnikovi. 
Si tratta di anaerobi facoltativi, a differenza delle Pseudomonadaceae: O+F+ al test OF; 
sensibili al fattore vibriostatico O129 (differenziazione con Aeromonas); presentano un 
diverso range di sviluppo in presenza di NaCl. 
I vibrioni non alofili riescono a crescere anche in assenza di NaCl, anche se il 
loro sviluppo è stimolato dalla presenza di esso, con una concentrazione ottimale del 
3% come V. cholerae e V. mimicus. 
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I vibrioni alofili, invece, non sviluppano in assenza NaCl, e la concentrazione 
ottimale per la loro crescita è del 3%. La resistenza a concentrazioni più elevate varia 
con la specie ed è utilizzata a fini identificativi. Sono vibrioni alofili V. vulnificus e V. 
parahaemolyticus. 
Prove di sviluppo in brodo triptone senza sale, con sale al 3%, e a concentrazioni 
superiori servono per la differenziazione di specie (Tab. n. 3). 
 
 
Tabella n. 3. Classificazione dei Vibrioni in base alla richiesta di NaCl (Fonte: Winn W. et al. 2009) 
 
I vibrioni resistono bene a pH alcalini ed in presenza di sali biliari, ciò è sfruttato 
per l’isolamento, utilizzando terreni di coltura come l’APA (acqua peptonata alcalina) e 
il TCBS agar (tiosolfato citrato bile saccarosio che ha come indicatore il blu di 
bromotimolo), in TCBS le colonie di Vibrio hanno diverso aspetto a seconda 










Figura n. 12. Colonie tipiche di Vibrio parahaemolyticus su TCBS.(Foto: G. Tedde)  
 
 
Figura. n.13. Colonie tipiche di Vibrio cholerae su TCBS. (Foto: http://alexwillifersblog.com/blog/vibriocholerae)  
 
I principali fattori che influenzano la crescita e la distribuzione di microrganismi 
del genere Vibrio in ambienti acquatici sono le variazioni di temperatura, salinità, 
pressione osmotica, pH, la disponibilità di nutrienti e l'associazione con organismi 
marini; i vibrioni sono quindi costretti a subire profonde e frequenti modificazioni 
dall’ambiente circostante e riescono a sopravvivere a lungo, mostrando elevata 
adattabilità alle variazioni climatiche, grazie a modificazioni genotipiche e fenotipiche. 
In condizioni ambientali ostili i vibrioni tendono ad assumere dimensioni ridotte, si 
possono infatti ridurre da 15 a 300 volte, in queste condizioni possono quindi non essere 
trattenuti sulle membrane comunemente utilizzate per filtrare le acque, inoltre, pur 
mantenendo intatta la loro patogenicità, entrano in una fase di quiescenza arrestando i 
cicli di divisione pur restando metabolicamente attivi, quindi, possono rimanere vitali 
pur perdendo la capacità di moltiplicarsi e di non essere coltivabili in laboratorio con i 
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metodi tradizionali (VBNC). In condizioni favorevoli possono però ritornare allo stato 
vegetativo che ne permette la crescita e la moltiplicazione (Igbinosa e Okoh 2008). 
I vibrioni mostrano differenti sensibilità alle condizioni ambientali, ma è difficile 
valutare l'effetto di un singolo parametro, poiché i diversi fattori interagiscono tra loro. 
La temperatura dell'acqua è considerata il fattore più importante che disciplina la 
distribuzione e la quantità di vibrioni patogeni. La loro densità in generale rimane 
piuttosto bassa a temperature inferiori a 20°C e le concentrazioni più elevate si 
verificano quando la temperatura dell'acqua è tra 20°C e 30°C (Igbinosa e Okoh 2008), 
mentre l’isolamento di quasi tutte le specie diventa piuttosto raro quando la temperatura 
scende al di sotto dei 10°C. La relazione diretta tra Vibrio spp. e temperatura dell'acqua 
determina variazioni stagionali e geografiche, registrando un aumento dei vibrioni 
nell’ambiente nei mesi estivi come pure l’incremento delle tossinfezioni da loro 
provocate (Arias et al., 1999). 
Appartengono al genere Vibrio oltre 100 specie, per lo più di origine marina, con 
una tassonomia in continuo aggiornamento. Tra le specie conosciute, oltre venti sono 
patogene per gli animali, mentre dodici possono causare infezione umana, di queste, 
otto vengono associate con infezioni del tratto gastrointestinale per consumo di alimenti 
contaminati. I fattori che oggi concorrono ad aumentare il rischio di infezione sono: la 
globalizzazione dei mercati che prevede frequenti scambi commerciali con Paesi a 
rischio; l’aumento dell’immigrazione da Paesi dove le infezioni da Vibrio spp. sono 
endemiche; fattori climatici come l’aumento della temperatura del mare, dell’aria, 
l’aumento della frequenza e dell’intensità delle piogge con conseguente diminuzione 
della salinità del mare, il cambiamento dei venti e il cambiamento delle correnti 
oceaniche (Cozzi e Ciccaglioni, 2004). 
I molluschi bivalvi, per la loro natura di animali filtratori (Fig. n. 14), 
costituiscono un’importante nicchia ecologica per questi microrganismi, all’interno dei 
molluschi, infatti, i vibrioni possono raggiungere livelli di contaminazione pericolosi 






Figura n.14. Molluschi bivalvi filtratori. (Fonte: http://omodeo.anisn.it/omodeo/pietro.htm) 
 
A temperature inferiori ai 10°C i vibrioni sembrano mostrare un’adesione più 
tenace ai tessuti dei molluschi, hanno inoltre la capacità di interagire con la loro 
emolinfa, causando difficoltà nell’eliminazione e risultano quindi più resistenti ai 
normali trattamenti di depurazione (Arcangeli, 2005).  
I rischi principali legati al consumo di molluschi bivalvi derivano dal livello di 
contaminazione microbiologica delle acque in cui crescono, in particolare quando questi 
sono destinati ad essere consumati crudi o poco cotti. A causa della loro capacità 
filtrante, infatti, i molluschi bivalvi concentrano i contaminanti ad un livello più elevato 
rispetto all’ambiente circostante e, una volta ingeriti dall’uomo, possono essere causa di 
tossinfezione alimentare (Lee et al., 2008). Per limitare il rischio di malattia è 
necessario che l’approvvigionamento di molluschi avvenga da zone in cui tali 
contaminanti siano a livelli relativamente bassi, il rischio può essere ridotto 
ulteriormente con un adeguato trattamento post raccolta (Lee et al., 2008). La 
depurazione, intesa come processo di risanamento microbiologico del prodotto, 
costituisce un passaggio estremamente importante per la filiera, sia per quanto riguarda 
la salubrità, prerequisito della qualità alimentare, sia per la rintracciabilità delle 
produzioni. Infatti da un lato deve garantire l’abbattimento delle cariche microbiche 
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(Coliformi fecali, E. coli e Salmonella) entro precisi limiti di legge, dall’altro deve 
essere effettuata in modo da non mescolare prodotti di provenienze diverse (Cataudella 
e Bronzi, 2001). La depurazione è un processo  mediante il quale i molluschi vengono 
tenuti in vasche di acqua di mare pulita, in condizioni che, massimizzando l'attività di 
filtraggio naturale che provoca l'espulsione del contenuto intestinale, migliora la 
separazione dei contaminanti eliminati dai bivalvi ed impedisce la ricontaminazione. 
Qualunque sia il metodo utilizzato per la depurazione risultano fondamentali per 
l’efficacia del processo: il tempo di trattamento del prodotto, la vitalità dei molluschi e 
le caratteristiche fisico-chimiche e microbiologiche dell’acqua (Cataudella e Bronzi, 
2001). Attualmente, l’efficacia dei sistemi di depurazione viene valutata in relazione al 
rispetto dei criteri microbiologici di sicurezza alimentare, previsti dal Reg. CE 
2073/2005 (E. coli e Salmonella), e a quelli biotossicologici, previsti dal Reg. CE 
853/2004. La normativa stabilisce che tutti i molluschi non classificati idonei al 
consumo diretto, ovvero quelli provenienti dalle zone B e C, siano sottoposti a 
depurazione; attualmente i metodi di disinfezione delle acque destinate alla depurazione 
dei molluschi, si basano sulla utilizzazione di agenti fisici, quali UV e filtrazione, o 
agenti chimici, quali cloro, iodofori ed ozono. 
La depurazione è efficace nella rimozione di molti contaminanti batterici fecali 
dai molluschi; per il modo in cui viene attualmente praticata, è in grado di rimuovere 
solo livelli bassi o moderati di contaminazione microbica, di conseguenza non può 
essere utilizzata per molluschi bivalvi fortemente contaminati. La depurazione si rivela 
inoltre meno efficace nella rimozione di contaminanti virali, come norovirus e virus 
dell’epatite A, e allo stesso modo, risulta non sempre efficace o inefficace, nel 
rimuovere altri contaminanti come vibrioni marini (ad esempio Vibrio 
parahaemolyticus e Vibrio vulnificus), biotossine algali, metalli pesanti o sostanze 
chimiche organiche (Lee et al., 2008). La differente reazione ai processi di depurazione, 
di E. coli  rispetto ai vibrioni, è stata confermata da diversi studi. In una ricerca condotta 
da Croci e Suffredini nel 2002, viene confermato che, in condizioni sperimentali di 
depurazione, in acqua ozonizzata per 44 ore, si ha un rapido declino della 
concentrazione iniziale di E. coli entro le prime 5 h, e una riduzione finale di un fattore 
1000; mentre per V. cholerae O1 e V. parahaemolyticus l’abbattimento della 
concentrazione iniziale è solo pari ad un fattore 10, a fine trattamento. Questi risultati 
dimostrano che E. coli è un indice inadeguato di sicurezza microbiologica dei molluschi 
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bivalvi, non solo perché la sua presenza non è correlata con la presenza di vibrioni 
presenti in natura, ma anche come mezzo per valutare l'efficacia del processo di 
depurazione. Dal momento che E. coli viene rilasciato molto più facilmente e 
rapidamente rispetto a V. cholerae O1 e V. parahaemolyticus, la sua riduzione non può 
essere utilizzata per indicare un calo del numero di vibrioni (Croci et al., 2002). 
Tenendo presente che i contaminanti microbici naturalmente acquisiti depurano 
ad un ritmo ancora più lento di quelli acquisiti sperimentalmente, l'adozione di tempi di 
trattamento più brevi per i molluschi con alte cariche iniziali di vibrioni, produrrebbe 
una riduzione insufficiente a garantire la sicurezza dei consumatori, soprattutto delle 
fasce a maggior rischio, suscettibili di infezione anche con cariche batteriche inferiori 
alla norma. Inoltre, in caso di metodi inadeguati di conservazione dei molluschi dopo la 
depurazione, si potrebbero determinare condizioni particolarmente favorevoli per la 
proliferazione dei vibrioni, vista la riduzione della microflora competitiva (Croci et al., 
2002). 
Nel corso degli anni il numero di specie batteriche, appartenenti al genere 
Vibrio, in grado di provocare episodi di tossinfezione alimentare umana associata al 
consumo di prodotti ittici crudi o poco cotti, è aumentato progressivamente (Serracca et 
al, 2007). L’infezione da specie patogene della famiglia Vibrionaceae può causare due 
categorie distinte di infezione: colera e vibriosi, entrambe soggette a notifica a livello 
nazionale (COVIS, 2012).  
Il colera è causato dall’infezione con il ceppo tossigeno di Vibrio cholerae, 
positivo per gli antigeni O1 o O139. L'infezione è caratterizzata da gastroenterite acuta 
con diarrea acquosa.  
La vibriosi è causata da un’infezione con una specie qualsiasi della famiglia 
Vibrionaceae, ad esclusione dei ceppi tossigeni di Vibrio cholerae, positivi per gli 
antigeni O1 e O139; negli Stati Uniti si stimano ogni anno circa 80.000 casi e 300 
decessi (Scallan et al., 2011). Le più diffuse manifestazioni cliniche sono rappresentate 
da diarrea acquosa, setticemia primaria, infezioni di ferite ed otite esterna. I fattori di 
rischio per tale patologia comprendono il consumo di frutti di mare, soprattutto ostriche 
crude, e il contatto con corpi idrici naturali, in particolare acque marine o di estuario. I 
vibrioni sono stati riconosciuti come un patogeno importante, negli Stati Uniti, nel  
1970, e nel gennaio 2007, il CSTE (Council of State and Territorial Epidemiologists) ha 
raccomandato che l'infezione con tutte le specie di Vibrio deve essere soggetta a 
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denuncia a livello nazionale; nel 2011 la definizione di vibriosi è stata ampliata per 
includere un’infezione con una specie qualsiasi della famiglia Vibrionaceae. 
Il sistema COVIS (Cholerae and Other Vibrio Illness Surveillance) è un 
database che riporta tutti i casi di patologia umana causata da tutte le specie di Vibrio, 
ed è stato avviato da CDC, FDA, e dagli stati del Golfo (Alabama, Florida, Louisiana e 
Texas) nel 1988. Il CDC permette al COVIS di ottenere informazioni affidabili su 
patologie associate ad una specie appartenente alla famiglia delle Vibrionaceae; fornisce 
le informazioni riguardanti le categorie di rischio e l’esposizione al rischio. Questi dati 
vengono utilizzati per sviluppare le informazioni utili ad educare i consumatori 
relativamente ai rischi per la salute connessi al consumo di frutti di mare, così come 
possono aiutare a determinare i fattori di rischio legati all’ospite, all’alimento e 
all’ambiente. Anche se tutte le infezioni da Vibrio sono soggette a denuncia a livello 
nazionale, molti casi probabilmente non vengono riconosciuti e segnalati poiché i 
vibrioni non sono facilmente identificati con le metodiche di routine. 
Le specie appartenenti al genere Vibrio di maggiore interesse per l’uomo, poiché 
in grado di determinare patologie anche gravi, sono Vibrio cholerae, Vibrio Vulnificus, 
Vibrio alginolyticus e Vibrio parahaemolyticus.  
Il Vibrio cholerae sierogruppo O1 include i ceppi responsabili del colera 
epidemico e comprende il biotipo Classico, responsabile di sei pandemie verificatesi tra 
il 1817 e il 1923 e il biotipo El Tor, responsabile della settima pandemia che iniziò nel 
1961. Tra i ceppi di Vibrio cholerae non-O1 è stato segnalato il sierogruppo emergente 
O139 (Vibrio cholerae Bengala) isolato in India nel 1992. 
I fattori di virulenza principali di tali ceppi sono: l’enterotossina colerica (CT) e 
il pilo coregolato con la tossina (TCP), che media la colonizzazione dell’intestino tenue. 
L’enterotossina colerica (Fig. n. 15), prodotta dai ceppi tossinogeni di Vibrio 
cholerae, agisce penetrando nelle cellule della mucosa dove attiva l’enzima adenil-
ciclasi presente nella membrana cellulare; questo enzima catalizza una reazione che 
favorisce la trasformazione dell’ATP cellulare in AMP-ciclico, il quale svolge, come è 
noto, un ruolo importante nella regolazione dell’equilibrio idrico-salino. 
L’aumentata concentrazione di questa sostanza determina una notevole 
ipersecrezione di acqua e di elettroliti, che può superare anche il litro per ora. 
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L’enterotossina si lega alla mucosa così rapidamente che la somministrazione di 
un’antitossina, anche soltanto dopo qualche minuto, non riesce a bloccarne l’attività 
(Barbuti et al., 1996). 
 
 
Figura n. 15. Enterotossina colerica. (http://e-learning.med.unifi.it/didonline/anno-ii/microbiologia/MasterNBC/PDF/Esotossina ) 
 
Dopo un periodo di incubazione variabile da poche ore a 5 giorni, la malattia 
inizia bruscamente con vomito, dolori addominali e diarrea profusa, ne consegue una 
rapida disidratazione, accompagnata da crampi muscolari diffusi, stato algido, acidosi 
metabolica, anuria e collasso cardiocircolatorio.  
Data la sensibilità del vibrione all’acidità gastrica la dose infettante è 
decisamente alta (circa 10
8
 batteri), ma pazienti con problemi gastrici o in generale 





simultanea ingestione di cibo, inoltre, protegge i batteri dall’acidità gastrica e ne 
permette la sopravvivenza, colonizzando le pareti dell’intestino tenue (Croci e 
Suffredini, 2003).  
La letalità che in passato raggiungeva il 50-70% dei casi, oggi con una terapia 
idonea e tempestiva che consiste principalmente in una adeguata reidratazione ed 
eventualmente uso di antibiotici, la mortalità non supera l’1,5% (Barbuti et al., 1996). 
Il Vibrio vulnificus fu isolato e identificato da Hollis nel 1976 dal sangue di 
essere umani, fermenta il lattosio ed è b-galattosidasi +. Alcuni ceppi della stessa specie 
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hanno capacità invasive e distruttive dei tessuti molli. Si ritrovano in ferite infette con 
conseguente setticemia fatale in individui suscettibili (Hollis et al.,1976)  
Il Vibrio vulnificus è comunemente isolato dai molluschi, l’infezione per via 
gastroenterica è correlata solitamente con il consumo di ostriche crude e si manifesta 
negli individui anziani e negli ammalati di fegato (cirrosi epatica), la bassa dose 
infettante (10
3
 unità) lo rende, infatti, particolarmente pericoloso per i consumatori con 
deficit immunitari. 
L’ingestione del microrganismo da origine, dopo un periodo medio 
d’incubazione di circa 26 ore, ad una malattia nota come “setticemia primaria”, la cui 
sintomatologia è caratterizzata da febbre, brividi, nausea, ipotensionee, meno 
frequentemente dolori addominali, vomito e diarrea (Keusch, et al., 2002).  
Il nome dato alla specie “vulnificus” deriva dal latino “vulnus” che significa 
ferita, questo microrganismo è infatti responsabile di infezioni a seguito di 
contaminazioni di ferite aperte con acqua contaminata. L’infezione nella forma cutanea 
può considerarsi una malattia professionale in quanto colpisce per lo più soggetti che 
manipolano molluschi, il microrganismo penetra attraverso lesioni cutanee preesistenti 
o provocate, appunto, manipolando molluschi. Dopo un periodo di incubazione di 12 
ore, i primi sintomi sono rappresentati da dolori intensi, febbre, eritema ed edema nel 
punto d’ingresso del germe; compaiono quindi delle vescicole spesso circondate da un 
alone blu-porpora. 





Figura n. 16. Lesioni provocate da V.vulnificus.(Foto: http://www.ms-sportsman.com/details.php?id=3167) 
 
Il Vibrio alginolyticus (Fig. n. 17) identificato inizialmente come variante del 
Vibrio parahaemolyticus, è stato recentemente identificato come specie (Nicolosi e 
Nicoletti, 1998), fu riconosciuto per la prima volta come patogeno umano nel 1973 
(Keusch, et al., 2002). Vibrio alginolyticus è ritenuto un patogeno opportunista 
soprattutto per gli animali acquatici e alcuni studi lo riportano come responsabile di 
vibriosi nei gamberetti (Uh, et al., 2001). 
E’ alofilo, tra tutti i vibrioni è quello che resiste di più alle concentrazioni saline, 
è capace di crescere a concentrazioni di NaCl superiori al 10% (Keusch et al., 2002).  
Risulta un pericolo per il consumatore quando l’alimento contaminato ingerito 
presenta una elevata carica batterica di microrganismi vitali (Uh et al., 2001). Si trova 
comunemente nelle acque di mare e negli alimenti di origine marina e può essere causa 
di infezione ai tessuti molli, otiti all’orecchio medio, congiuntiviti purulente, encefaliti 








Vibrio parahaemolyticus fa parte della normale flora microbica delle acque 
costiere di tutto il mondo. La sua concentrazione e distribuzione, come per tutti i 
vibrioni, viene influenzata da fattori ambientali, quali salinità e temperatura dell’acqua. 
Nelle stagioni fredde il microrganismo viene isolato soprattutto dai sedimenti, 
mentre quando la temperatura dell'acqua raggiunge valori superiori ai 14°C, come in 
tarda primavera o all'inizio dell'estate, viene rilasciato dal sedimento e si può ritrovare 
libero nelle acque costiere, nei pesci e nei molluschi. Pertanto, è più probabile rilevare 
V. parahaemolyticus in molluschi raccolti in primavera e in estate piuttosto che nella 
stagione invernale (Su e Liu, 2007). La salinità è un altro fattore indispensabile per la 
moltiplicazione e la sopravvivenza di V. parahaemolyticus; sulla base di studi di 
laboratorio Vibrio parahaemolyticus è, infatti, un microrganismo alofilo, cresce in 
concentrazioni di cloruro di sodio da 0,5% a 10%, con livelli ottimali tra 1% e 3% 
(DePaola et al., 2000), è aerobio-anaerobio facoltativo, cresce con valori di pH 
compresi tra 4,8 e 11 con un optimum tra 7,5-8,8 e ad una temperatura compresa tra 5 e 
44°C con un optimum a 37°C, presenta una richiesta ottimale di aw di 0,992, tuttavia 
può svilupparsi anche quando l’ aw scende a valori pari a 0,937 (Galli Volonterio, 





           Tabella n. 4. Vibrio parahaemolyticus condizioni limite di crescita ( Fonte: Galli Volonterio A., 2005) 
 
Le concentrazioni di V. parahaemolyticus nei prodotti della pesca sono 
generalmente inferiori a 10
3
 c.f.u. per g. ma possono essere più alte quando la raccolta 
avviene in acque molto calde. Inoltre questa eventualità, unita con i tempi rapidi di 
replicazione, risulta essere particolarmente pericolosa poiché permetterebbe a questo 
microrganismo di raggiungere concentrazioni in grado di indurre malattia negli adulti 
sani, nei quali la dose infettante è superiore alle 10
5
 c.f.u. per g (Croci e Suffredini, 
2003; Yeung e Boor, 2004). 
Ambienti di estuario sono l'habitat naturale di molti Vibrio spp., comprese le 
specie patogene per l'uomo, Vibrio parahaemolyticus è un noto patogeno umano, che 
causa gastroenterite attraverso il consumo di frutti di mare crudi o poco cotti, è però 
estremamente sensibile al calore, la sua presenza nei prodotti cotti è da imputare ad un 
trattamento termico improprio o ad una ricontaminazione del prodotto post cottura 
(Yeung e Boor, 2004).  
I sintomi tipici comprendono gastroenterite acuta, caratterizzata da diarrea, 
cefalea, vomito, nausea, crampi addominali e lievi stati febbrili. V. parahaemolyticus è 
riconosciuto come la principale causa di gastroenterite umana associata al consumo di 
frutti di mare negli Stati Uniti, è un importante patogeno di origine marina in tutto il 
mondo (Su e Liu, 2007). Inoltre, anche se la gastroenterite è spesso autolimitante, 
l'infezione può causare setticemia, soprattutto per pazienti immunocompromessi, 
compresi quelli con leucemia, epatiti croniche, infezione da virus 
dell'immunodeficienza umana (AIDS). La maggior parte dei casi di infezione possono 
essere trattati con la sola reidratazione orale. Talvolta si rende necessario il trattamento 
con antibiotici, come doxiciclina, ciprofloxacina o eritromicina (Qadri et al., 2003). 
Questo batterio può anche causare infezioni di ferite cutanee, comune tra i 
pescatori o comunque in persone esposte all'acqua di mare contaminata (Nelapati et al., 
2012), questo tipo di infezione è talvolta limitata a cellulite, ma può progredire fino a 
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fascite necrotizzante, un'infezione rara dei tessuti molli, caratterizzata da una rapida 
diffusione di batteri con infiammazione e necrosi dei tessuti associati (Broberg et al, 
2011).  
Il periodo di incubazione di V. parahaemolyticus può durare dalle 3 alle 24 ore, 
di solito circa 10-15 ore. I dosaggi sperimentali necessari perché si manifesti la 




 c.f.u. (Nelapati et al., 
2012). La maggior parte dei ceppi isolati dall'ambiente o da prodotti ittici, non sono 
patogeni per l'uomo, è quindi necessario dimostrarne la patogenicità prima di poter 
considerare un ceppo, isolato da un alimento o dall'ambiente, responsabile di epidemie o 
di casi sporadici (Ripabelli et al., 1997). Tutti i ceppi di V. parahaemolyticus producono 
una emolisina termolabile, che non determina patogenicità ed è codificata dal gene lht, 
che viene utilizzata per identificare, tramite PCR, tutti i ceppi di V. parahaemolyticus, 
clinici ed ambientali. Ceppi clinici di V. parahaemolyticus si differenziano invece da 
quelli ambientali, per la loro capacità di produrre una emolisina termostabile, la 
Thermostable direct hemolysin (TDH), un enzima in grado di lisare i globuli rossi (ß-
emolisi ) su piastre di agar sangue (agar Wagatsuma). L'attività emolitica di TDH, 
denominata come “fenomeno di Kanagawa” (KP), è stata segnalata per essere 
comunemente associata, con i ceppi isolati da esseri umani con gastroenterite ma 
raramente sono stati osservati negli isolati ambientali (circa il 1-2%), pertanto, il TDH è 
stato riconosciuto come il principale fattore di virulenza di V. parahaemolyticus (Su e 
Liu , 2007). Il test KP è comunemente utilizzato per identificare il V. parahaemolyticus 
patogeno in frutti di mare e in campioni provenienti da pazienti infetti. La 
riproducibilità del test KP dipende da pH, terreni salini e dal tipo eritrocitario, ne 
consegue che l'identificazione dei sierotipi patogeni con tale metodo non sempre è 
precisa. L’identificazione con tecniche molecolari del gene tdh, che codifica per l’ 
emolisina TDH, risulta decisamente più affidabile per la valutazione della virulenza e 
patogenicità di V. parahaemolyticus isolato dai campioni analitici, rispetto ad un test 
fenotipico (Broberg et al, 2011).  
L’emolisina TDH è una delle poche enterotossine prodotte da patogeni umani, la 
cui azione è mediata dal calcio intracellulare, infatti, sembra agisca sulle membrane 
cellulari come una tossina formante pori, alterando il flusso di ioni nelle cellule 
intestinali e determinando una risposta secretoria con conseguente diarrea (Yeung e 
Boor, 2004). Nonostante le indagini epidemiologiche abbiano rivelato un forte legame 
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tra il fenomeno di Kanagawa (KP) e la patogenicità di V. parahaemolyticus, durante un 
focolaio, sono stati isolati da pazienti, dei ceppi KP-negativi che non hanno prodotto 
TDH ma una emolisina TDH-related hemolysin (TRH) (Su e Liu., 2007). In uno studio 
condotto da Shirai e altri ricercatori nel 1990 (Shirai et al, 1990) sono stati esaminati 
215 ceppi clinici di V. parahaemolyticus, isolati da pazienti con diarrea, per la presenza 
di geni codificanti TDH (tdh) e TRH (trh), 52 dei ceppi esaminati (24,3%) contenevano 
solo il gene trh. 
Questi risultati indicano che anche il TRH è un fattore di virulenza di V. 
parahaemolyticus e i due geni si presentano immunologicamente e biologicamente 
simili (Yeung and Boor, 2004). Dalla letteratura emerge che, i ceppi trh+, sono isolati 
prevalentemente dai pesci, mentre i tdh+ dai molluschi bivalvi (Rodriguez-Castro et al., 
2010).  
Il gene tdh è stato osservato in oltre l’85% dei ceppi isolati da soggetti colpiti da 
gastroenteriti. Il gene trh contiene le informazioni per i “fattori correlati alla produzione 
di TDH” (denominati TRH), i quali sono stati evidenziati in ceppi di Vibrio 
parahaemolyticus negativi alla prova dell’emolisi ed isolati da soggetti colpiti da 
gastroenteriti (Baffone et al., 2005).  
Il gene trh presenta un omologia del 68% con il gene tdh dimostrata da studi 
epidemiologici con sonde di DNA specifiche per i due geni che hanno rilevato una forte 
associazione tra trh e tdh nei ceppi clinici; ciò ha dimostrato come TRH sia un 
importante fattore di virulenza al pari di TDH. Inoltre, variazioni di sequenza 
significative sono state trovate nei due geni in diversi ceppi. Questo ha portato la 
suddivisione del gene trh in due sottogruppi: trh 1 e trh 2, con un’omologia dell’84% e 
generalmente il sottogruppo thr 2 è responsabile dei ceppi potenzialmente patogeni. 
Si conoscono invece 5 varianti del gene tdh: tdh 1, tdh 2, tdh 3, tdh 4 e tdh 5. 
Il gene toxR era stato inizialmente scoperto come il gene regolatore dell’operone 
della tossina colerica e successivamente si scoprì essere coinvolto nella regolazione di 
tanti altri geni di Vibrio cholerae. È stata trovata una sottosequenza del gene in Vibrio 
parahaemolyticus e la dimostrazione della sua funzione regolatrice è stata confermata. 
La presenza del gene toxR identifica solo la specie Vibrio parahaemolyticus ma 
non la patogenicità, che è confermata dalla presenza delle tossine TDH o TRH, sia che 
vi siano entrambe o solo una (Baffone et al., 2005).  
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Oltre alle tossine TDH e TRH sono stati individuati altri fattori responsabili 
della patogenicità di V. parahaemolyticus, come flagelli e capsula che facilitano 
l’adesione cellulare, la capacità di produrre ureasi che ha una forte correlazione con la 
presenza di TRH e TDH ed un sideroforo chiamato “vibrioferrin” (Yeung e Boor, 2004; 
Drake et al, 2007; Broberg et al, 2011). 
L’idrolisi dell’urea è stata proposta come test supplementare di virulenza per 
alcuni ceppi di V. parahaemolyticus patogeni, infatti, da uno studio di Kaysner e altri 
ricercatori svolto nel 1994 su molluschi raccolti nel Nord-Ovest del Pacifico, è stata 
dimostrata una forte correlazione tra la presenza del gene tdh e la produzione di ureasi 
(Kaysner et al.,1994). Il test per la produzione di ureasi è una prova biochimica che può 
essere utilizzata per una selezione iniziale dei ceppi di Vibrio parahaemolyticus 
potenzialmente patogeni. Il “vibroferrin” è considerato un fattore di patogenicità, il 
ferro è essenziale per la sopravvivenza dei batteri e, al fine di acquisire tale elemento dal 
loro ambiente, molti agenti patogeni come E. coli e Klebsiella pneumoniae, producono 
chelanti del ferro chiamati siderofori. In condizioni di ferro limitate, anche V. 
parahaemolyticus produce come sideroforo il “vibrioferrin”, un aumento della 
produzione di tale sideroforo può garantire ai ceppi una maggiore competitività per la 
sopravvivenza, in un ambiente con limitate disponibilità di ferro, come nell'ospite 
umano (Yeung e Boor, 2004).  
I ceppi di V. parahaemolyticus possono essere differenziati per sierotipizzazione, 
in base agli antigeni O (antigene somatico) e K (antigene capsulare), con antisieri 
disponibili in commercio; ad oggi sono stati identificati ben 13 gruppi di antigeni O e 71 
tipi di K. Tutti i ceppi di V. parahaemolyticus condividono un antigene comune H 
(flagellare) (Bisha et al., 2012). 
Vibrio parahaemolyticus fu identificato per la prima volta da ricercatori 
giapponesi nel 1951 come agente responsabile di gastroenterite di origine alimentare, 
viene oggi riconosciuto come importante patogeno intestinale in molte parti del mondo, 
soprattutto in Giappone dove rappresenta il principale agente eziologico di tossinfezioni 
intestinali, forse a causa del diffuso consumo di pesce crudo. 
In Giappone, infatti, tra il 1996 ed il 1998 Vibrio parahaemolyticus è stato 
responsabile di 24.373 casi di intossicazione (Keusch. et al., 2002)). Inoltre, è stato 
associato al 69% (1028 casi) delle epidemie alimentari di origine batterica (1495 casi) 
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verificatesi in Taiwan tra il 1981 ed il 2003 e al 31.1% di 5770 epidemie alimentari 
verificatesi in Cina tra il 1991 ed il 2001 (Liu et al.,2004). 
Vibrio parahaemolyticus fu per la prima volta identificato negli Stati Uniti nel 
1971 come agente eziologico di 3 epidemie nel Maryland con 425 casi di gastroenterite 
associati al consumo di granchi sottoposti ad un inadeguato trattamento termico (Jay et 
al., 2009). 
Tra il 1973 ed il 1998, sono stati registrati numerosi casi di infezione dal CDC 
(Centers for Disease Control and Prevention), i più importanti episodi tra questi furono 
caratterizzati da più di 700 casi di malattia associati al consumo di ostriche crude nelle 
regioni costiere, nel nord-ovest del Pacifico e nel nord-est dell’ Atlantico (Daniels et al., 
2000). 
Nell’estate del 1997, nelle regioni del nord-ovest del Pacifico (Oregon, 
Washington, California e British Columbia of Canada) 209 casi (tra cui uno mortale) di 
infezioni causate da Vibrio parahaemolyticus sono stati anch’essi associati al consumo 
di ostriche crude (CDC, 1998). 
Nel 1998, 2 epidemie colpirono Washington (43 casi) ed il Texas (416 casi) 
(DePaola. et al., 2003); tra Luglio e Settembre dello stesso anno, un'altra piccola 
epidemia fu caratterizzata da 8 episodi dovuti a Vibrio parahaemolyticus in 
Connecticut, New Jersey e New York. Questi furono associati al consumo di ostriche e 
molluschi bivalvi raccolti in Long Island Sound of New York (CDC, 1999). 
In Europa, il rischio di infezioni da V. parahaemolyticus è considerato molto 
basso e per questo motivo il monitoraggio di questo microrganismo è stato escluso dalle 
più importanti reti europee di sorveglianza delle malattie infettive. Tuttavia, focolai 
sporadici sono stati segnalati in paesi come la Spagna e la Francia. In Spagna nel 1989 
furono registrati otto casi di gastroenterite da Vibrio parahaemolyticus dovuti al 
consumo di molluschi e prodotti ittici, e nel 1999 in Galizia si registrarono 64 casi 
associati al consumo di ostriche crude. 
Più recentemente, nel Luglio 2004, in Spagna si registrarono 80 episodi in 
occasione di un pranzo nuziale. Un’analisi epidemiologica associò i casi al consumo di 
granchi bolliti, preparati in condizioni igieniche inadeguate (Lozano-León  et al., 2003). 
In Francia è stata segnalata nell'aprile 1997, una grave epidemia di gastroenterite 
da Vibrio parahaemolyticus, che ha coinvolto 44 persone in seguito al consumo di 
gamberetti importati dall'Asia (Robert-Pillot et al., 2004). 
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In Danimarca, i dipartimenti di microbiologia clinica hanno diagnosticato 15 
casi di infezione umana nel 2006, dovuti a batteri acquatici del genere Vibrio (V. 
alginolyticus e V. parahaemolyticus), che hanno causato principalmente infezioni della 
pelle e dell’orecchio (Andersen, 2006).  
Secondo il report EFSA 2012, relativamente ai dati raccolti da 35 casi distribuiti 
in alcuni paesi dell’Unione Europea (Belgio, Danimarca, Francia, Irlanda, Olanda, 
Spagna e Regno Unito), risulta che nel 2,9% dei casi di focolai di tossinfezione 
alimentare confermati, che hanno implicato crostacei, frutti di mare, molluschi e 
prodotti derivati, l’agente eziologico era rappresentato da Vibrio parahaemolyticus. In 
particolare, viene segnalato in Spagna, un episodio di gastroenterite da Vibrio 
parahaemolyticus che ha coinvolto 51 soggetti, senza, tuttavia, ospedalizzazioni o 
decessi. I casi sono stati collegati al consumo di crostacei, molluschi e frutti di mare, 
durante un pranzo di lavoro in mensa aziendale (EFSA Journal 2014).  
Nel corso di una serie di campagne di campionamento organizzato all'interno del 
progetto quadro “Vibrio Sea project” (progetto di ricerca internazionale, finanziato dal 
CNES e dall'Istituto Pasteur, in Francia) e condotto nel nord Adriatico nella zona della 
laguna di Venezia dal Giugno 2006 al Novembre 2007, è stata ottenuta una collezione 
di ceppi ambientali di V. parahaemolyticus. Sono stati isolati prevalentemente durante 
la stagione calda (da Maggio a Ottobre) e sono stati trovati in campioni di acqua, 
plancton e sedimenti (Caburlotto et al., 2008). 
La maggior parte dei focolai di infezione da V. parahaemolyticus sono stati 
causati da diversi sierotipi, tuttavia, è stata riportata in molti paesi, dal 1996, una 
maggiore incidenza di gastroenteriti causate dal sierotipo O3:K6 (Su e Liu, 2007). 
Da allora, i sierotipi O3:K6 sono stati considerati come i primi ceppi pandemici 
di V. parahaemolyticus e sono coinvolti in un numero elevato di epidemie di origine 
alimentare in diversi paesi asiatici. Altri focolai di origine alimentare, sempre 
attribuibili al ceppo pandemico O3:K6, si sono verificati negli Stati Uniti e sono stati 
associati con il consumo di ostriche, lo stesso sierotipo, inoltre, è stato coinvolto in due 
focolai in Cile nel 1998 e, nel 2004 in Francia e in Spagna determinando la diffusione 
del sierotipo O3:K6  anche in Europa (Bisha et al., 2012). 
Di Vibrio parahaemolyticus si conoscono numerosi sierotipi in base agli antigeni 
O (antigene somatico) e K (antigene capsulare), le epidemie, in forte aumento in 
Giappone e in Thailandia, sono dovute all’incremento dell’incidenza del sierotipo 
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O3:K6. Epidemie da O3:K6 sono state segnalate anche negli Stati Uniti, a seguito 
dell’ingestione di pesce crudo. Secondo uno studio recente, questo ceppo dimostra la 
presenza del gene tdh, ma non di trh (Hara-Kudo, 2001).  
I geni toxR e toxS dell’operone toxRS sono geni ben conservati nel genere Vibrio 
e codificano per proteine transmembrana coinvolte nella regolazione di geni associati 
alla virulenza.  
La GS-PCR: permette di identificare i ceppi di V. parahaemolyticus che hanno 
nella sequenza dell’operone toxRS quelle variazioni che, all’interno della specie, sono 
caratteristiche del complex clonale pandemico (Matsumoto et al., 2000).   
In Italia viene riportata la caratterizzazione di un ceppo pandemico di V. 
parahaemolyticus O3:K6, isolato da un campione di feci di un paziente ricoverato per 
gastroenterite diarroica in centro Italia, nell'estate del 2007. Le informazioni 
epidemiologiche riportate, indicavano che il paziente aveva mangiato frutti di mare 
freschi, acquistati da un venditore locale, 24 ore prima del ricovero. Questo rapporto 
documenta il primo isolamento clinico del ceppo pandemico O3: K6 di V. 
parahaemolyticus in Italia, con frutti di mare locali come fonte di infezione. Inoltre 
vengono riportati altri due casi di gastroenterite acuta da V. parahaemolyticus associati 
con il consumo di frutti di mare locali, che si sono verificati nel 2008, sempre nell’Italia 
centrale. Entrambi i pazienti hanno consumato mitili locali acquistati da diversi 
venditori ambulanti e cotti prima del consumo (Ottaviani et al., 2008; Ottaviani et al., 
2010).  
In Sardegna nel 2013 è stata condotta dall’Istituto Zooprofilattico Sperimentale 
della Sardegna un’indagine conoscitiva per la ricerca di V. parahaemolyticus su un 
totale di n. 1079 campioni di molluschi bivalvi prelevati nell’ambito del Piano 
Regionale di Monitoraggio in allevamento e di Vigilanza alla commercializzazione, i 
campioni di molluschi bivalvi erano rappresentati dalle specie: Mytilus galloprovincialis 
e Mytilus edulis, Tapes philippinarum e Tapes decussatus, Crassostrea gigas e Ostrea 
edulis. Dei 1079 campioni analizzati, sono risultati positivi per V. parahaemolyticus n. 
38 (3,5)%, di cui 35 (92,1%) nell’ambito dell’attività di monitoraggio e 3 (7,9%) 
nell’ambito dell’attività di Vigilanza.  
Dei 38 ceppi di V. parahaemolyticus identificati per la presenza del gene toxR 
specie-specifico, i 3 ceppi isolati dai campioni prelevati nell’ambito della Vigilanza alla 
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commercializzazione non presentavano i geni che codificano per i fattori di patogenicità 
tdh e trh. 
Relativamente ai 35 ceppi isolati da campioni prelevati nell’ambito delle attività 
di Monitoraggio, n. 28 non presentavano i geni per i fattori di patogenicità, mentre 2 
(5,7%) (1 di mitili e 1 di vongole) sono risultati positivi per il gene tdh e n. 5 (14,3%) (3 
di mitili, 2 di vongole e 1 di ostriche) sono risultati positivi per la presenza del gene trh, 
manifestando il 100% di identità con una delle due sequenze geniche note depositate su 
National Center for Biotechnology Information (n. 2 per JF730306 e n. 3 per 
AF378099). 
Ceppi di V. parahaemolyticus potenzialmente patogeni tdh+ sono stati isolati 
raramente in molluschi bivalvi provenienti da zone di raccolta italiane. I 2 ceppi di V. 
parahaemolyticus tdh+ sono stati analizzati mediante GS-PCR evidenziando la non 
appartenenza al complex clonale pandemico (Tedde et al., 2015). 
Queste evidenze dovrebbero indurre le autorità sanitarie a prestare maggiore 
attenzione al ruolo epidemiologico di microrganismi ambientali nelle malattie di origine 
alimentare e ad aumentare la sorveglianza microbica sui ceppi patogeni di V. 


















SCOPO DELLA RICERCA 
 
Le tossinfezioni alimentari causate da Vibrio parahaemolyticus rientrano nel 
gruppo delle malattie a trasmissione alimentare (MTA) per le quali l’Unione Europea ha 
stabilito una rete di sorveglianza con relativo obbligo di notifica (Reg. CE 178/2002: 
Sistema di allerta comunitario). 
Il Reg. CE 2073/ 2005 e s.m.i. non ha previsto, allo stato attuale, Vibrio 
parahaemolyticus come criterio microbiologico ma raccomanda l’istituzione di codici di 
condotta per le buone prassi igieniche. 
I dati bibliografici internazionali riportano: 
 aumento degli Outbreaks da V. parahaemolyticus; 
 diffusione del ceppo con caratteristiche pandemiche O3: K6 tdh+; 
 presenza più volte segnalata di V. parahaemolyticus nelle ostriche. 
Nei Paesi dove la molluschicoltura rappresenta un settore di notevole importanza 
produttiva i vibrioni patogeni costituiscono una problematica sanitaria emergente. In 
Sardegna, infatti, le attività di molluschicoltura, in particolare di mitili, rappresentano 
una delle voci più importanti sotto il profilo economico e sociale. 
Il presente lavoro ha lo scopo di: 
 acquisire dati epidemiologici aggiornati sulla presenza e livello di 
contaminazione da Vibrio parahaemolyticus in molluschi bivalvi vivi 
allevati e commercializzati nella regione Sardegna; 
 identificare e caratterizzare i ceppi isolati sotto il profilo biomolecolare; 
 contribuire a una valutazione del rischio da vibrioni potenzialmente 












MATERIALI E METODI 
 
Campionamento 
In accordo con quanto stabilito dalle disposizioni comunitarie in materia di 
produzione e commercializzazione dei molluschi bivalvi vivi (Reg. CE n. 853/2004, 
Reg. CE n. 854/2004, Reg. CE n. 882/2004 del Parlamento europeo e del Consiglio), 
nella Regione Sardegna è operante nel settore della molluschicoltura un Piano regionale 
per la Vigilanza ed il controllo sanitario della produzione e commercializzazione dei 
molluschi bivalvi e per il monitoraggio periodico delle zone di produzione e di 
stabulazione di molluschi bivalvi vivi. 
Il Piano è annualmente predisposto e coordinato dall’Assessorato  dell’Igiene e 
Sanità e dell’Assistenza Sociale - Servizio della Prevenzione, in collaborazione con 
esperti dell’Istituto Zooprofilattico Sperimentale della Sardegna e dei Servizi Veterinari 
delle AA.SS.LL. 
Il controllo ufficiale relativo alla produzione post-primaria ha come obiettivo 
prioritario la verifica del rispetto dei requisiti sanitari previsti dalla normativa vigente 
nelle diverse realtà commerciali: Centri di depurazione molluschi (C.D.M.), Centri di 
spedizione molluschi (C.S.M.), mercati ittici, deposito, ingrosso, Cash and Carry, 
vendita al dettaglio e ristorazione. 
Nell’ambito del “Controllo Ufficiale” sono previste attività di campionamento 
ed analisi di laboratorio finalizzate a verificare che i prodotti in esame siano conformi ai 
requisiti previsti dalle norme sanitarie europee.  
La frequenza dei campionamenti varia in relazione alle categorie di rischio 
identificate dall’Autorità Competente relativamente ad una specifica 
impresa/stabilimento. In altri termini, attraverso una corretta applicazione degli 
strumenti necessari per la “Categorizzazione del rischio”, è possibile definire una 
azienda del settore alimentare ad “alto rischio”, “medio-alto rischio”, “medio rischio” e 
“basso rischio”, e in funzione di questo varieranno le modalità di controllo da attuare 
nell’impresa in esame. 
Ai fini della strategia di campionamento da adottarsi, la ASL competente per 




 volume di prodotto commercializzato; 
 provenienza del prodotto (produzione regionale, produzione nazionale, 
produzione comunitaria); 
 garanzie igienico sanitarie date dal fornitore; 
 garanzie igienico sanitarie assicurate dalla attività commerciale; 
 specie/tipologia (mitili, vongole etc.); 
 altri elementi che scaturiscono dalla valutazione del rischio attuata dal Servizio 
veterinario dell’Azienda Sanitaria Locale. 
Relativamente all’attività di Vigilanza, i campioni vengono prelevati dalle 
Autorità competenti presso le diverse tipologie commerciali della produzione post-
primaria (circuito commerciale), con una strategia di campionamento variabile in base 
alla valutazione del rischio delle singole aziende. 
I campioni sono prelevati dai Servizi Veterinari territorialmente competenti in 
due aliquote, una per il Laboratorio ufficiale e una per il detentore, e si procede ad 
effettuare una analisi unica non ripetibile, con le garanzie per gli interessati (detentore 
e/o produttore) previste dall’art. 223 del D. Lgs 28/07/89 n. 271 (Norme di attuazione, 
di coordinamento e transitorie del C.P.P.) e dall’art. 230 del D.P.R. 22/09/88 n. 447 
(Approvazione del C.P.P.), trattandosi di alimenti altamente deteriorabili. 
I campioni devono essere costituiti da prodotto appartenente allo stesso lotto e 
accompagnati da un verbale di prelievo (art. 15, D.P.R. n. 327/80) controfirmato dal 
responsabile dello stabilimento/impresa commerciale oltre che dall’operatore del 
Servizio Veterinario che ha eseguito il campionamento. I campioni, opportunamente 
confezionati, chiusi con spago e materiale piombato e muniti di cartellino (art. 7, D.P.R. 
n. 327/80) indicante la A.S.L che ha effettuato il prelievo e le altre informazioni 
previste, vengono trasportati al Laboratorio Ufficiale dell’I.Z.S. Sardegna (Struttura 
Complessa di Igiene degli Alimenti) a temperatura di refrigerazione.  
Nel Piano Regionale è previsto il Monitoraggio periodico delle zone di 
produzione e di stabulazione di molluschi bivalvi vivi, al fine di verificare lo stato 
sanitario di tali zone dal punto di vista microbiologico, ed il rispetto dei parametri 
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previsti dalla normativa comunitaria per i M.B.V. destinati al consumo umano (es. 
biotossine algali, metalli pesanti, fitoplancton, radionuclidi, ecc.).  
Le principali zone acquee attualmente individuate e classificate nelle quali è 
operante il sistema di Monitoraggio sanitario sono indicate nella Fig. n. 18: 
 
 
Figura n. 18. Zone acquee nelle quali è operante il sistema di Monitoraggio periodico dei molluschi bivalvi vivi.  




La distribuzione geografica dei punti di campionamento e la frequenza del 
campionamento devono garantire che gli accertamenti di laboratorio siano il più 
possibile rappresentativi della zona considerata, in particolare nei periodi di raccolta 
(Piano Regionale Sardegna rev. 2015). 
Negli anni 2014 e 2015 è stata svolta, presso il Laboratorio di Ispezione degli 
Alimenti, un’indagine sulla presenza e sulla prevalenza di Vibrio parahaemolyticus in 
campioni di molluschi bivalvi vivi prelevati dalle AA.SS.LL. della Sardegna, 
nell’ambito del Piano Regionale di Monitoraggio in allevamento e della Vigilanza alla 
commercializzazione. Gli organismi più frequentemente analizzati sono stati mitili 
(Mytilus galloprovincialis e Mytilus edulis)), vongole (Tapes philippinarum  e Tapes 
decussatus) e ostriche (Crassostrea gigas). 
Nel corso del 2014 sono stati analizzati, per la ricerca di V. parahaemolyticus, 
un totale di 1288 campioni di molluschi bivalvi, di cui n. 959 prelevati nell’ambito 
dell’attività di Monitoraggio e n. 329 prelevati nell’ambito dell’attività di Vigilanza alla 
commercializzazione (Tab. n. 5). 
 
ASL
CAMPIONI ESAMINATI PER VIBRIO PARAHAEMOLYTICUS ANNO 2014
MONITORAGGIO+
VIGILANZA
MONITORAGGIO VIGILANZA  
TOTALE  N. TOTALE N.
TOTALE 
N.
N. 1 SASSARI 62 0 62
N. 2 OLBIA 313 233 80
N. 3 NUORO 89 62 27
N. 4 LANUSEI 90 80 10
N. 5 ORISTANO 253 217 36
N. 6 SANLURI 14 0 14
N. 7 CARBONIA 61 42 19
N. 8 CAGLIARI 406 325 81
TOTALE 1288 959 329
Tabella 1. Ricerca di V. parahaemolyticus in molluschi bivalvi prelevati dalle AASSLL della Regione 
Sardegna nel 2014
 
Tabella n. 5 Campioni di molluschi bivalvi prelevati dalle diverse AASSLL della Sardegna e esaminati per la 
ricerca di V. parahaemolyticus nel 2014. (Fonte: elaborazione G. Lorenzoni) 
 
Nel corso del 2015 sono stati analizzati, per la ricerca di V. parahaemolyticus, 
un totale di 566 campioni di molluschi bivalvi vivi, di cui n. 262 prelevati nell’ambito 
dell’attività di Monitoraggio e n. 304 prelevati nell’ambito dell’attività di Vigilanza alla 




CAMPIONI ESAMINATI PER VIBRIO PARAHAEMOLYTICUS ANNO 2015
MONITORAGGIO+
VIGILANZA
MONITORAGGIO VIGILANZA  
TOTALE 
N.
TOTALE N. TOTALE N.
N. 1 SASSARI 51 0 51
N. 2 OLBIA 130 68 62
N. 3 NUORO 15 8 7
N. 4 LANUSEI 70 54 16
N. 5 ORISTANO 71 36 35
N. 6 SANLURI 26 0 26
N. 7 CARBONIA 23 10 13
N. 8 CAGLIARI 180 86 94
TOTALE 566 262 304
Tabella 6. Ricerca  di V. parahaemolyticus in molluschi bivalvi prelevati dalle AASSLL della Regione 
Sardegna nel 2015
 
Tabella n. 6. Campioni di molluschi bivalvi prelevati dalle diverse AASSLL della Sardegna e esaminati per la ricerca di V. 
parahaemolyticus nel 2015. (Fonte: elaborazione G. Lorenzoni) 
 
Sono stati valutati separatamente, per la ricerca di Vibrio parahaemolyticus, n. 
441 campioni di mitili, n. 25 di vongole e n. 66 campioni di ostriche.  
I campioni sono stati processati per la ricerca, isolamento e identificazione di V. 
parahaemolyticus attraverso tecniche fenotipiche, a cui è seguita la caratterizzazione dei 
ceppi isolati con metodiche molecolari (PCR) presso il Centro di Referenza Nazionale 
MBV (Istituto Zooprofilattico Sperimentale Umbria e Marche, Sezione di Ancona). 
 
Isolamento e identificazione di Vibrio parahaemolyticus  
Ricerca con metodo colturale. Preparazione del campione 
 
Il campione è stato trattato secondo la norma UNI EN ISO 6887-1:2000 
(preparazione dei campioni di prova, sospensione iniziale e diluizioni decimali per 
l'analisi microbiologica) per ottenere la sospensione madre di partenza. Prima di essere 
processati i molluschi sono stati lavati e spazzolati con acqua potabile, in particolare 
attorno alla linea di adesione delle due valve; è stato eliminato il bisso tramite bisturi o 
forbici immediatamente prima dell’apertura. Quindi sono stati aperti i gusci con un 
coltello a punta tonda, raccogliendo la polpa ed il liquido intravalvare in un contenitore 
sterile. Da ogni campione sono stati prelevati 100 g di materiale e sottoposti ad 





Isolamento e identificazione di Vibrio parahaemolyticus secondo il metodo ISO/TS 
21872-1:2007 
L’isolamento e l’identificazione biochimica di Vibrio parahaemolyticus sono 
stati eseguiti seguendo la metodica  ISO/TS 21872-1:2007 (metodo orizzontale per 
l’identificazione di potenziali Vibrio spp. enteropatogeni) che specifica le fasi di 
rilevamento per Vibrio parahaemolyticus e Vibrio cholerae. 
L’isolamento di Vibrio parahaemolyticus da campioni di alimento, può 
presentare alcune difficoltà, dovute essenzialmente alla scarsa concentrazione del 
microrganismo, alla concomitante presenza di altri vibrioni o di flora batterica 
antagonista ed alle condizioni di stress alle quali possono essere sottoposti i vibrioni 
(congelamento, riscaldamento, acidità, ecc.), che ne diminuiscono la vitalità o li fanno 
entrare in una fase di quiescenza, dove tendono a rimanere vitali ma diventando non 
coltivabili con i metodi tradizionali di isolamento (VBNC). Di conseguenza, si rende 
necessario un prearricchimento in due fasi.  
Nella prima fase un’aliquota (25 g) di polpa e di liquido intravalvare viene posta 
in 225 ml di Acqua Peptonata Alcalina (APA, Oxoid, Basingstoke, UK) addizionata del 
3% di NaCl (Sodium chloride, Sigma-Aldrich, St Louis, USA), in proporzione 1:10, 
omogeneizzata mediante Stomacher (Stomacher Lab Blender 400, IUL, Barcellona, E) 
ed incubata per 6-8 ore a 41,5°C per i prodotti freschi, e a 37°C per quelli surgelati; 
nella seconda fase il brodo di arricchimento viene quindi inoculato con la coltura 
ottenuta nella fase precedente e posto ad incubare a 41,5 ° C per 18 ore. Al termine 
dell’incubazione si è proceduto ad una prima semina per strisciamento su piastre di 
Tiosolfato Citrato Bile Saccarosio agar (TCBS, Oxoid, Basingstoke, UK), poi incubate 
per 24 ore a 37°C. Il TCBS agar favorisce la crescita di numerose specie appartenenti al 
genere Vibrio, mentre inibisce la maggior parte dei microrganismi non-Vibrio. Le 
colonie di Vibrio parahaemolyticus, appaiono in TCBS rotonde e lisce, con diametro di 
2-3 mm, di colore verde o verde-blu saccarosio negative (Fig. n.19). 
In caso di colture miste, risulta talvolta complicata l’identificazione delle colonie 
di Vibrio parahaemolyticus su TCBS agar, a causa della fermentazione del saccarosio, 
che porta allo sviluppo di una colorazione giallastra. È stata quindi effettuata, in 
associazione alla semina su TCBS agar, la semina su Trifeniltetrazolio Cloruro Soia 
Triptone agar (TSAT, Oxoid, Basingstoke, UK), un terreno che con colture miste, 
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permette una differenziazione di V. parahaemolyticus migliore e più coerente rispetto al 
TCBS. La differenziazione di V. parahaemolyticus su TSAT, si basa in gran parte sul 
cambiamento di colore e sulle dimensioni delle colonie, che si presentano, dopo 24 ore 
di incubazione a 37°C, lisce, piatte, di colore rosso vivo o rosso scuro e con un diametro 





Da ogni piastra venivano prelevate complessivamente n. 5 colonie considerate 
tipiche e seminate su piastre di Tryptone Soy Agar (TSA Oxoid, Basingstoke, UK) 
addizionato di NaCl fino ad una concentrazione finale pari al 2%; le piastre venivano 
poi incubate a 37°C per 24 ore. La semina in un terreno non selettivo (TSA salino) è 
necessaria per poter disporre di colture pure, da sottoporre alle prove biochimiche. 
Al termine dell’incubazione tali colonie venivano esaminate al microscopio 
ottico, previa colorazione di Gram e, in seguito sottoposte alle prove di conferma ed 
identificazione fenotipica del genere Vibrio spp.:  
1. determinazione dell’attività ossidasica: utilizzando un’ansa si  prelevava una 
parte della coltura pura dall’agar nutritivo salino per porla a contatto con le 
strisce  preimbibite con il reagente per ossidasi, del test Oxidase disc Mast 
Diagnostic (Sigma-Aldrich, St Louis, USA); la reazione veniva considerata 
positiva se il colore virava a viola scuro entro 10 secondi mentre lo sviluppo di 
colore dopo 10 secondi veniva ignorato. Ad eccezione di V. metschnikovii, tutti i 
vibrioni patogeni sono ossidasi positivi; 
Figura.n.20. Colonie tipiche di Vibrio 
parahaemolyticus su TSAT(Foto: G. Tedde) 
Figura.n.19. Colonie tipiche di Vibrio 
parahaemolyticus su TCBS (Foto: G. Tedde) 
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2. semina per infissione su Triple Sugar Iron (TSI, Difco Becton Dickson, Franklin 
Lakes, USA) con aggiunta del 3% di NaCl, ed incubazione a 37°C per 24 ore. 
Vibrio parahaemolyticus, come la maggior parte dei Vibrio spp., produce una 
reazione alcalina (rossa) nel becco di clarino ed acida (gialla) nel fondo della 








Substrato Reazione di Vibrio parahaemolyticus 
Colorazione Gram Gram negativo 
Ossidasi  Positiva 
TSI-S  fondo giallo, becco rosso 
H2S mancanza di annerimento 
Produzione di gas  mancanza di sollevamento o rottura 
 
Tabella n. 7. Prove di conferma ed identificazione fenotipica di V. parahaemolyticus. (Fonte: elaborazione G.. Lorenzoni)) 
 
3. le colonie che mostravano le reazioni sopra indicate sono state sottoposte alla 
prove di identificazione biochimica, utilizzando il sistema VITEK (Vitek 2 
Compact, bioMerieux, Marcy L’Etoile, F) che, a differenza dei test commerciali 
manuali, come ad esempio, le gallerie API 20E® e API 20NE® (bioMerieux, 
Marcy L’Etoile, F), è un sistema automatico. L’automazione infatti, porta ad una 
Figura n. 21. Crescita tipica su TSI salino di Vibrio 




maggiore sicurezza ed elimina la ripetizione delle manualità dell’operatore, 
mentre la rapidità d’analisi consente una gestione più veloce dei risultati rispetto 
alle tecniche manuali.  
Le colonie che alle prove di identificazione biochimica tramite Vitek sono 
risultate positive per V. parahaemolyticus, hanno costituito una ceppoteca che è stata 
inviata presso il Laboratorio Nazionale di Riferimento per il Controllo Batteriologico 
dei Molluschi Bivalvi (CEREM), dell’Istituto Zooprofilattico Sperimentale dell’Umbria 
e delle Marche, con sede ad Ancona. In tale sede i campioni sono stati sottoposti alle 
prove di identificazione molecolare, tramite procedura PCR. 
 
Ricerca dei geni toxR, tdh e trh in Vibrio parahaemolyticus tramite PCR 
I ceppi batterici presunti V. parahaemolyticus sono stati testati per determinare 
la presenza/assenza dei geni tdh e trh e della sequenza genica toxR, tramite indagine di 
PCR. Il gene per la proteina regolatoria toxR, è specie-specifico e viene utilizzato come 
marker, per l’identificazione di specie di V. parahaemolyticus. I geni che codificano per 
le tossine TDH (emolisina diretta termostabile) e TRH (emolisina associata alla TDH) 
permettono invece di identificare i ceppi di V. parahaemolyticus potenzialmente 
patogeni, essendo tali tossine i principali fattori di patogenicità in V. parahaemolyticus. 
L’indagine di PCR, svolta come descritto nella procedura operativa tecnica 
“PRT.ANMICALI.017”, dell’ Istituto Zooprofilattico Sperimentale dell’Umbria e delle 
Marche, è costituita da 4 fasi: 
Rivitalizzazione dei ceppi batterici 
Gli stipiti batterici, isolati in purezza su TSA-S, vengono seminati mediante anse 
sterili in acqua peptonata alcalina (Brodo nutriente APA) all’1% di NaCl ed incubato a 
37°C per 24 h ± 3 h. 
Sono stati poi seminati e posti ad incubare alle stesse condizioni i seguenti ceppi di 
controllo positivo per Vibrio parahaemolyticus, utilizzati come controlli di estrazione 
del DNA ed amplificazione in PCR: 
 ATCC 43996/NCTC 10884 o ATCC 17802/NCTC 10903: controllo estrazione e 
amplificazione per il gene toxR;  
 ATCC 43996/NCTC 10884 controllo amplificazione per il gene tdh;  
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 ATCC 17802/NCTC 10903 controllo amplificazione per il gene trh. 
Protocollo di estrazione del DNA 
Per l’estrazione del DNA batterico si lavora sotto cappa a flusso laminare. 
Aliquote di 500 μl delle brodocolture da analizzare sono state trasferite in provette 
sterili da 1,5 ml siglate con i numeri del campione; si prepara anche una provetta, senza 
il campione ma contenente esclusivamente il brodo nutriente, come controllo di 
estrazione negativo. Le brodocolture sono state quindi centrifugate a 13000 rpm per 5 
min in microcentrifuga. Una volta eliminato il surnatante, il sedimento batterico viene 
sospeso in 500 μl di acqua demineralizzata sterile. Quindi, tutti i campioni, compresi il 
controllo positivo ed il controllo negativo, vengono incubati nel thermomixer per 10 
minuti a 99°C  per essere poi utilizzati come DNA stampo nella reazione di 
amplificazione in PCR. 
Reazione di PCR (Polymerase Chain Reaction) 
Durante la reazione di PCR viene replicata ed amplificata selettivamente la 
sequenza target delimitata da due oligonucleotidi sintetici detti primers, complementari 
alle sue terminazioni 3’ e 5’. 
Per l’amplificazione dei frammenti genici in esame sono state applicate tre 
metodiche diverse di PCR che consentono il rilevamento di altrettanti geni, utilizzando 
coppie di primers specifiche per ciascuno dei tre geni toxR, tdh e trh (Tab. n. 8).  
Nome 
Primer 
Sequenza Target Dimensioni 
toxR-F 5’- GTC TTC TGA CGC AAT CGT TG -3’ 
toxR 368 bp 
toxR-R 5’- ATA CGA GTG GTT GCT GTC ATG -3’ 
tdh-F 5’- CCA TCT GTC CCT TTT CCT GC -3’ 
Tdh 373 bp 
tdh-R 5’ - CCA AAT ACA TTT TAC TTG G -3’ 
trh-F 5’ - GGC TCA AAA TGG TTA AGC G -3’ 
Trh 250 bp 
trh-R 
5’ - CAT TTC CGC TCT CAT ATG C -3’ 
  Tabella n. 8. Sequenze primers specifiche per l’amplificazione dei geni tox-R, tdh e trh. (Fonte: PRT. ANMICALI.017 




Per ogni tipo di PCR viene allestita una miscela unica (Mastermix), di 22,5 μl a 
cui si aggiungerà un’ aliquota di 2,5 μl di ciascun campione di DNA estratto da 
analizzare, fino ad ottenere un volume finale di 25 μl e le composizioni delle tre 
Mastermix sono riportate nelle Tabelle n. 9, 10 e 11. 
 
Reagenti Conc. Iniziale Conc. finale Volume (µl) per 
campione 
Acqua per biologia 
Molecolare 
- - 12.25 
Tampone per PCR 5X 1x 5.0 
MgCl2 25 mM 2 Mm 2.0 
dNTPs 2.5 mM 0.2 mM 2.0 
Primer toxR-F 20 µM 0.4 µM 0.5 
Primer toxR-R 20 µM 0.4 µM 0.5 
Taq-DNA polimerasi 5 U/µl 0,05 U/µl 0.25 
DNA - - 2.5 
 
Tabella n. 9.Composizione miscela di reazione (toxR). (Fonte: PRT. ANMICALI.017 Procedura Operativa Tecnica Metodo 
Interno Rev. 005 IZS Umbria Marche) 
 
Reagenti Conc. iniziale Conc. Finale Volume (µl) per 
campione 
Acqua per biologia 
Molecolare 
- - 12.37 
Tampone per PCR  5X 1x 5.0 
MgCl2 25 mM 1.5 mM 1.5 
dNTPs 2.5 mM 0.2 mM 2.0 
Primer tdh -F 20 µM 0.6 µM 0.75 
Primer tdh -R 20 µM 0.6 µM 0.75 
Taq-DNA polimerasi 5 U/µl 0,025 U/µl 0.13 
DNA - - 2.5 
Tabella n. 10. Composizione miscela di reazione (tdh).  (Fonte: PRT. ANMICALI.017 Procedura Operativa Tecnica Metodo 





Reagenti Conc. Iniziale Conc. Finale Volume (µl) per 
campione 
Acqua per biologia 
Molecolare 
- - 12.37 
Tampone per PCR  5X 1x 5.0 
MgCl2 25 mM 1.5 mM 1.5 
dNTPs 2.5 mM 0.2 mM 2.0 
Primer trh -F 20 µM 0.6 µM 0.75 
Primer trh -R 20 µM 0.6 µM 0.75 
Taq-DNA polimerasi 5 U/µl 0,025 U/µl 0.13 
DNA - - 2.5 
 
Tabella n. 11. Composizione miscela di reazione (trh). (Fonte: PRT. ANMICALI.017 Procedura Operativa Tecnica Metodo 
Interno Rev. 005 IZS Umbria Marche) 
 
Una volta pronta, la Mastermix si miscela delicatamente e si distribuisce in ogni 
provetta per PCR (22.5 µl), ad ogni provetta si aggiunge quindi il DNA estratto dai vari 
campioni (2.5 µl) ed un quantitativo identico, costituito da acqua, nel campione 
negativo. Le reazioni vengono quindi incubate nel termociclatore, dopo aver impostato 
il programma di temperature specifiche per il gene da amplificare (Tabelle. n. 12 e 13). 
 
Step  Temperature  Tempi  Cicli  
Denaturazione 
iniziale  
94°C 2 min  1 ciclo  
Denaturazione  94°C  1 min    
30 cicli  
  
Annealing  63 °C  1 min e 30 sec. 
Estensione  72°C  1 min e 30 sec. 
Estensione finale  72°C  7 min  1 ciclo  
 
Tabella n.12. Profilo termico per il gene toxR. (Fonte: PRT. ANMICALI.017 Procedura Operativa Tecnica Metodo Interno Rev. 











Step  Temperature  Tempi  Cicli  
Denaturazione 
iniziale  
94°C 2 min  1 ciclo  
Denaturazione  94°C  1 min    
35 cicli  
  
Annealing  55 °C  1 min 
Estensione  72°C  1 min 
Estensione finale  72°C  5 min  1 ciclo  
 
Tabella n.13. Profilo termico per i geni tdh e trh. (Fonte: PRT. ANMICALI.017 Procedura Operativa Tecnica Metodo Interno 
Rev. 005 IZS Umbria Marche) 
 
Elettroforesi su gel di agarosio 
È stata eseguita una corsa elettroforetica, per  visualizzare i prodotti di 
amplificazione, preparando un gel di agarosio all’1.5% in Tampone TAE 1X, con uno 
spessore di 3-5 mm ed addizionato di GelRed Nucleic Acid stain. Aliquote di 10 μl dei 
campioni sottoposti a PCR vengono addizionate con 2 μl di colorante di caricamento 
per ottenere una concentrazione finale 1X e caricate sul gel insieme al marker di corsa 
dal peso molecolare di 100 bp; la corsa è stata condotta ad un voltaggio di 5 - 8 V/cm di 
distanza tra i due elettrodi ed è stata sospesa quando la banda del colorante più veloce 
ha raggiunto circa i due terzi della lunghezza della corsa. Successivamente si è 
proceduto alla lettura, al fine di visualizzare le bande, al transilluminatore a raggi UV e 
si è provveduto ad acquisire l’immagine con il sistema di visualizzazione gel (GEL 
DOC, Biorad, Hercules, US). 
 
Espressione dei risultati: 
· I campioni che hanno presentato una banda da 368 bp dopo l’amplificazione 
della sequenza toxR sono stati identificati come V. parahaemolyticus; 
- I campioni di V. parahaemolyticus che hanno mostrato una banda da 373 bp, 
dopo l’amplificazione della sequenza del gene codificante la tossina tdh, sono 
stati considerati V. parahaemolyticus tdh+; 
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- I campioni di V. parahaemolyticus che hanno presentato una banda da 250 bp, 
dopo l’amplificazione della sequenza del gene codificante la tossina trh, sono 
stati considerati V. parahaemolyticus trh+. 
 
 
RISULTATI E DISCUSSIONE 
I campioni di molluschi bivalvi analizzati nel 2014 per la ricerca e 
identificazione di Vibrio parahaemolyticus sono stati in totale n. 1288, di cui n. 959 
nell’ambito delle attività di Monitoraggio e n. 329 prelevati nell’ambito delle attività di 
Vigilanza. 
Sulla base degli esami colturali e dell’identificazione biochimica degli isolati, su 
un totale di 1288 campioni sono risultati positivi per V. parahemolyticus n. 22 campioni 
(2%), di cui n. 19 (2%) provenienti dalle attività di Monitoraggio e n. 3 (1%) relativi 
alle attività di Vigilanza alla commercializzazione (Tab. n. 14). 
Nell’ambito dei campioni prelevati nel corso delle attività di Vigilanza, sono 
state  riscontrate n. 3 positività (5%) per V. parahaemolyticus in n. 62 campioni 
prelevati dalla Asl n. 1 di Sassari (Tabella n. 14). Relativamente alla tipologia di 
prodotto, i ceppi positivi per V. parahaemolyticus provenivano da n. 2 campioni di  
vongole (T. decussatus e T. semidecussatus) e da n. 1 campione di mitili (M. 
galloprovincialis). 
Relativamente alla provenienza dei campioni positivi riscontrati nell’ambito 
delle attività di Monitoraggio in allevamento, è stata riscontrata positività per V. 
parahemolyticus  in n. 4 campioni (2%) dei n. 233 prelevati dalla ASL di Olbia, in n. 1 
campione (2%) su un totale di n. 62 prelevati dalla ASL di Nuoro, in n. 1 campioni 
(1%) su un totale di n. 80 prelevati dalla ASL di Lanusei, in n. 5 campioni (2%) su un 
totale di n. 217 prelevati dalla ASL di Oristano, in n. 8 campioni (2%) su un totale di n. 
325 prelevati dalla ASL di Cagliari. Nessuna positività per V. parahemolyticus è stata 






Tabella n. 14. Campioni esaminati e prevalenza di V. parahaemolyticus in campioni prelevati dalle AASSLL nel 2014 
nell’ambito del Piano di Monitoraggio e Vigilanza della Regione Sardegna. (Fonte: elaborazione G. Lorenzoni) 
 
Nella Tabella n. 15 sono stati riportati, per i campioni risultati positivi, i 
parametri relativi alle caratteristiche delle acque al momento del prelievo. I parametri 
ricercati comprendevano la temperatura dell’acqua, il pH, la percentuale di salinità, 
l’ossigeno disciolto (O. D.) e la profondità del punto di prelievo. 
 
Tabella n. 15. Positività per V. parahaemolyticus in campioni di MBV prelevati dalle AA.SS.LL della Sardegna nell’ambito 




Nel Grafico n. 1 è stata riportata la distribuzione dei campioni positivi per V. 
parahaemolyticus  prelevati nell’ambito delle attività di Monitoraggio in allevamento e 
Vigilanza alla commercializzazione, nel corso dell’anno 2014. 
 
 
Grafico n.1. Distribuzione campioni positivi per V. parahaemolyticus nell’anno 2014. (Fonte: elaborazione personale) 
 
Nel Grafico n.2 è stata riportata la provenienza dei campioni positivi per V. 










Grafico n.2. Provenienza dei campioni positivi per V. parahaemolyticus nell’anno 2014. (Fonte: elaborazione personale) 
 
Nel Grafico n. 3 è stata riportata la percentuale di campioni positivi e negativi 
per V. parahaemolyticus in relazione alle specie di molluschi bivalvi analizzati. 
 
Grafico n. 3. Percentuale di campioni positivi e negativi per V. parahaemolyticus in relazione alle specie di molluschi bivalvi. 






























I campioni di molluschi bivalvi analizzati nel 2015 per la ricerca e 
identificazione di Vibrio parahaemolyticus sono stati in totale n. 566, di cui n. 262 
prelevati nell’ambito delle attività di Monitoraggio e n. 304 nell’ambito delle attività di 
Vigilanza. 
Dalle analisi colturali e biochimiche effettuate su un numero complessivo di 566 
campioni, sono risultati positivi per V. parahemolyticus n. 20 campioni (4%), di cui n. 8 
relativi alle attività di Monitoraggio e n. 12 relativi alle attività di controllo ufficiale alla 
commercializzazione (Tab. n. 16). 
I campioni positivi per V. parahemolyticus provenivano n.1 (2%) su un totale di 
n 51 campioni analizzati dalla ASL di Sassari; n. 7 dalla ASL di Olbia con positività del 
5% su un totale di n. 130 campioni; n. 7 dalla ASL di Lanusei con positività del 10% su 
un totale di n. 70 campioni; n. 2 dalla ASL Oristano con positività del 3% su un totale di 
n.71 campioni; n. 1 dalla ASL di Sanluri con positività del 4% su un totale di 26 
campioni e  n. 2 dalla ASL di Cagliari con positività dell’1% su un totale di n. 180 
campioni. Nei campioni prelevati dalle AASSLL di Nuoro e Carbonia non si sono 
riscontrate positività (Tab. n. 16). 
In particolare, nell’ambito delle attività di Monitoraggio su un totale di 262 
campioni analizzati sono risultati positivi per V. parahemolyticus n. 8 campioni con una 
percentuale del 3%. 
I campioni positivi sono stati riscontrati in n. 2 campioni (3%) su n. 68 prelevati 
nella ASL di Olbia e in n. 6 campioni (11%) su n. 54 provenienti dalla ASL di Lanusei. 
Non sono state riscontrate positività nei campioni di molluschi bivalvi prelevate dalle 
altre AA.SS.LL. (Tab. n. 16). 
Nell’ambito delle attività della Vigilanza, su un totale di n. 304 campioni 
analizzati sono risultati positivi per V. parahemolyticus n. 12 campioni, con una 
percentuale del 4%. 
I campioni positivi sono stati riscontrati in n.1 campione (2%) su n. 51 campioni 
analizzati proveniente dalla ASL di Sassari; in n. 5 campioni (8%) su n. 62 prelevati 
nella ASL di Olbia; in n. 1 campione (6%) su n. 16 provenienti dalla ASL di Lanusei; in 
n. 2 campioni (6%) su un totale di 35 prelevati dalla ASL di Oristano; in n. 1 campione 
(4%) su un totale di n. 26 provenienti dalla ASL di Sanluri e, in n. 2 campioni (2%) su 
un totale di 94 provenienti dalla ASL di Cagliari. Nei campioni prelevati dalle 





CAMPIONI ESAMINATI PER VIBRIO PARAHAEMOLYTICUS ANNO 2015
MONITORAGGIO+
VIGILANZA








N. % N. % N. %
N. 1 SASSARI 51 1 2% 0 51 1 2%
N. 2 OLBIA 130 7 5% 68 2 3% 62 5 8%
N. 3 NUORO 15 0 - 8 0 - 7 0 -
N. 4 LANUSEI 70 7 10% 54 6 11% 16 1 6%
N. 5 ORISTANO 71 2 3% 36 0 - 35 2 6%
N. 6 SANLURI 26 1 4% 0 0 - 26 1 4%
N. 7 CARBONIA 23 0 0 10 0 - 13 0 -
N. 8 CAGLIARI 180 2 1% 86 0 - 94 2 2%
TOTALE 566 20 4% 262 8 3% 304 12 4%
Tabella n.14. Prevalenza di V. parahaemolyticus in molluschi bivalvi prelevati dalle AASSLL della Regione 
Sardegna nel 2015
 
Tabella n. 16. Campioni esaminati e prevalenza di V. parahaemolyticus in campioni prelevati  dalle  AASSLL nel 2015 
nell’ambito del Piano di Monitoraggio e Vigilanza della Regione Sardegna. (Fonte: elaborazione G. Lorenzoni) 
 
Relativamente ai campioni risultati positivi, nella Tabella n. 17 sono stati 
riportati i parametri inerenti le caratteristiche delle acque al momento del prelievo. I 
parametri ricercati, comprendevano la temperatura dell’acqua, il pH, la percentuale di 
salinità, l’ossigeno disciolto (O. D.) e la profondità del punto di prelievo.  
Tabella n. 17. Positività per V. parahaemolyticus in campioni di MBV prelevati dalle AA.SS.LL della Sardegna nell’ambito 





Nel Grafico n. 4 è stata riportata la provenienza dei campioni positivi per V. 




Grafico n. 4. Provenienza dei campioni positivi per V. parahaemolyticus prelevati nell’ambito delle attività di Monitoraggio 
nel 2015. (Fonte: elaborazione personale).  
 
Nel Grafico n. 5 è stata riportata la provenienza dei campioni positivi per V. 
parahaemolyticus prelevati dalle diverse AA.SS.LL. della Sardegna, nell’ambito delle 
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Grafico n.5. Provenienza dei campioni positivi per V. parahaemolyticus  prelevati nell’ambito delle attività di Vigilanza nel 
2015. (Fonte: elaborazione personale).  
 
Nel Grafico n. 6 è stata riportata la provenienza dei campioni positivi per V. 
parahaemolyticus prelevati dalle diverse AA.SS.LL. della Sardegna, nell’ambito delle 
attività di Monitoraggio e Vigilanza, nel corso dell’anno 2015. 
 
 
Grafico n. 6 Provenienza dei campioni positivi per V. parahaemolyticus  prelevati nell’ambito delle attività di Monitoraggio e 
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Nell’ambito dei campioni di molluschi bivalvi prelevati nel corso del 2015, 
poiché il consumo di ostriche crude rappresenta il principale rischio alimentare per 
V.parahaemolyticus, questa  tipologia di prodotto è stata valutata separatamente. 
Sul totale di n. 566 campioni analizzati, n. 66 erano rappresentati da ostriche. 
Nell’ambito di questa specie, sono risultati positivi per V. parahaemolyticus n. 10 
campioni (13%), di cui n. 9 campioni prelevati durante l’attività di Monitoraggio e n.1 
campione prelevato durante l’attività di Vigilanza (Graf. n.7). 
  
 
Grafico n.7. Percentuale d’isolamento di V. parahaemilyticus in campioni di ostriche. (Fonte: elaborazione personale) 
  
 Nel Grafico n. 8 è stata riportata la distribuzione dei campioni positivi per V. 
parahaemolyticus prendendo in considerazione la stagionalità nel biennio 2014-2015. 
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13% 







Grafico n. 8. Distribuzione dei campioni positivi per V. parahaemolyticus nel biennio 2014-2015. (Fonte: elaborazione 
personale) 
 
Conferma biomolecolare tramite metodiche di PCR 
 I ceppi isolati dai campioni di molluschi bivalvi analizzati nel biennio 2014-
2015, che alle prove di identificazione biochimica tramite Vitek sono risultati positivi 
per V. parahaemolyticus, sono stati inviati presso il Laboratorio Nazionale di 
Riferimento per il Controllo Batteriologico dei Molluschi Bivalvi (CEREM) 
dell’Istituito Zooprofilattico Sperimentale dell’Umbria e delle Marche, con sede ad 
Ancona.  
I campioni sono stati sottoposti alle prove di identificazione biomolecolare 
tramite procedure di PCR per la ricerca dei geni toxR, tdh e trh. 
Il gene per la proteina regolatoria toxR, è specie-specifico e viene utilizzato 
come marker, per l’identificazione di specie di V. parahaemolyticus. 
I campioni che hanno presentato una banda da 368 bp dopo l’amplificazione 
della sequenza toxR sono stati identificati come V. parahaemolyticus specie-specifico. 
Dall’esame dei risultati (Tab. n. 18) è emerso che i n. 22 ceppi isolati ed identificati 
fenotipicamente nel 2014, sono stati tutti confermati come appartenenti alla specie V. 
parahaemolyticus (presenza gene toxR specie-specifico). 
I ceppi batterici presunti V. parahaemolyticus, oltre che per il gene toxR, sono 
stati testati, tramite indagine di PCR, anche per determinare la presenza/assenza dei geni 
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tdh e trh. I geni che codificano per le tossine TDH (emolisina diretta termostabile) e 
TRH (emolisina associata alla TDH) permettono di identificare i ceppi di V. 
parahaemolyticus potenzialmente patogeni, essendo tali tossine i principali fattori di 
patogenicità di V. parahaemolyticus. 
Dei 22 ceppi di V. parahaemolyticus, isolati ed identificati fenotipicamente e 
confermati mediante analisi PCR come V. parahaemolyticus, nessuno è risultato 
positivo per la presenza dei geni tdh e trh. (Tab. n. 18). 
 
Tabella n. 18. Risultati della conferma biomolecolare dei ceppi isolati nel 2014. (Fonte: elaborazione personale) 
ID m/anno Specie Gene toxR Gene tdh Gene trh Gene toxRS 
6429 01/14 M.galloprovincialis presente assente Assente Assente 
20431 02/14 M.edulis presente assente Assente Assente 
20486 02/14 M.edulis presente assente Assente Assente 
20525 02/14 M.edulis presente assente Assente Assente 
22141 02/14 M.galloprovincialis presente assente Assente Assente 
15465/1 02/14 T.decussatus presente assente assente Assente 
27355 03/14 M.galloprovincialis presente assente assente Assente 
38243 04/14 M.galloprovincialis presente assente assente Assente 
41800 04/14 M.edulis presente assente assente Assente 
48269 05/14 T.decussatus presente assente assente Assente 
47259 05/14 M.galloprovincialis presente assente assente Assente 
53589 06/14 T.decussatus presente assente assente Assente 
54005 06/14 M.galloprovincialis presente assente assente Assente 
54675 06/14 M.galloprovincialis presente assente assente Assente 
54762 06/14 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
57617/5 07/14 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
62753/2 07/14 C.gigas presente assente assente assente 
65863 08/14 T.decussatus presente assente assente assente 
665514 08/14 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
67924 09/14 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
68802 09/14 T.semidecussatus presente assente assente assente 




Anche i 20 ceppi isolati e identificati fenotipicamente come V. parahaemolyticus 
nel 2015 sono stati tutti confermati tramite PCR come appartenenti alla specie V. 
parahaemolyticus (presenza gene toxR specie-specifico). Analogamente al caso 
precedente, in nessun ceppo è stata riscontrata  presenza dei geni tdh e trh, responsabili 
dell’espressione dei fattori di patogenicità (Tab. n. 19). 
 
 
Tabella n. 19. Risultati della conferma biomolecolare dei ceppi isolati nel 2015. (Fonte: elaborazione personale) 
 
ID m/anno Specie Gene toxR Gene tdh Gene trh Gene toxRS 
7683 01/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
9255 01/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
26527 03/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
31831 04/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
39981 05/15 C.gigas presente assente assente assente 
46013/2 06/15 C.gigas presente assente assente assente 
47763 06/15 T.decussatus presente assente assente assente 
49068 07/15 C.gigas presente assente assente assente 
49418 07/15 T.decussatus presente assente assente assente 
52006 07/15 C.gigas presente assente assente assente 
56585 08/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
57665 08/15 C.gigas presente assente assente assente 
58920 09/15 C.gigas presente assente assente assente 
59034 09/15 T.decussatus presente assente assente assente 
59044/2 09/15 C.gigas presente assente assente assente 
60311 09/15 C.gigas presente assente assente assente 
62075 09/15 C.gigas presente assente assente assente 
64840 09/15 M.galloprovincialis presente assente assente assente 
66977 10/15 C.gigas presente assente assente assente 





Vibrio parahaemolyticus è considerato un patogeno emergente facente parte 
della microflora autoctona delle acque marine costiere; i prodotti ittici, ed in particolare 
i molluschi bivalvi, ne rappresentano il principale veicolo di trasmissione.  
Il Reg. CE 2073/2005 e s.m.i non include i Vibrioni patogeni nell’ambito dei 
criteri di sicurezza alimentare nel pesce e nei frutti di mare ma raccomanda l’istituzione 
di codici di condotta per garantire l’applicazione di buone prassi igieniche.  
I dati bibliografici internazionali riportano un aumento degli Outbreaks da V. 
parahaemolyticus e la diffusione del ceppo con caratteristiche pandemiche O3: K6tdh+, 
nonché un aumento della presenza di V. parahaemolyticus anche negli alimenti della 
filiera del mare, in particolare nelle ostriche.  
Nonostante le segnalazioni di episodi di tossinfezione alimentare degli ultimi 
anni, in Italia questo microrganismo non viene ricercato routinariamente nei Laboratori 
ufficiali di controllo degli alimenti né in quelli di microbiologia medica. 
Non esistono normative che definiscano con chiarezza limiti di accettabilità di 
questo microrganismo nei campioni alimentari destinati all’uomo; per tali motivi si 
dispone attualmente di poche informazioni sulla sua distribuzione ambientale e 
alimentare.  
Alla luce di queste evidenze, l’obiettivo generale del presente lavoro è stato 
quello di acquisire informazioni aggiornate relativamente alla distribuzione di V. 
parahaemolyticus nei molluschi bivalvi allevati nelle acque marine della Sardegna. 
Come riportato nei risultati (Tab. n. 14), nel 2014 su un totale di 1288 campioni 
di molluschi bivalvi analizzati, sono risultati positivi per V. parahaemolyticus n. 22 
campioni (2%), di cui n. 19 nell’ambito delle attività di Monitoraggio e n. 3 nell’ambito 
dell’attività di Vigilanza. In relazione alla tipologia di prodotto, è stata riscontrata 
positività alla commercializzazione in n. 1 campioni di Tapes decussatus, n. 1 di Tapes 
semidecussatus, n. 1 di Mytilus galloprovincialis, n. 7 di Mytilus edulis e in n. 1 
campione di Cassostrea gigas (Tab. n. 15, Grafico n.2). 
Nell’ambito delle attività di Monitoraggio, relativamente alla tipologia di 
prodotto è stata riscontrata presenza di V. parahaemolyticus in n. 10 campioni di 
 75 
 
Mytilus galloprovincialis, n. 4 campioni di Mytilus edulis, n. 3 campioni di Tapes 
decussatus e in n. 1 campione di Cassostrea gigas (Tab. n. 15, Graf. n. 3). 
Come riportato nei risultati (Tab. n. 16), nel 2015 su un totale di n. 566 campioni 
di molluschi bivalvi analizzati sono risultati positivi per V. parahaemolyticus n. 20 
campioni (4%), di cui n. 8 campioni nell’ambito delle attività Monitoraggio e n. 12 
nell’ambito dell’attività Vigilanza. In relazione alla tipologia di prodotto, è stata 
riscontrata positività alla commercializzazione in n. 4 campioni di Tapes decussatus, n. 
7 di Mytilus galloprovincialis e in n. 1 campione di Cassostrea gigas (Tab. n. 16). 
Nell’ambito delle attività di Monitoraggio, relativamente alla tipologia di 
prodotto è stata riscontrata presenza di V. parahaemolyticus in n. 1 campioni di Tapes 
decussatus e in  n.8 campioni di Cassostrea gigas (Tab. n.17). 
Nel 2015 i campioni di ostriche sono stati valutati separatamente (Graf. n. 7). 
Dei n. 66 campioni di ostriche analizzati sono risultati positivi per V. parahaemolyticus 
n 10 campioni (13%). 
Il consumo di ostriche crude rappresenta, infatti, il principale rischio alimentare 
per V. parahaemolyticus. 
Relativamente alla stagionalità, è stata riscontrata positività per V. 
parahaemolitycus nel periodo autunno-inverno (Ottobre, Gennaio e Febbraio) e 
primavera- estate (Marzo, Aprile, Maggio Giugno, Luglio, Agosto e Settembre), con 
una temperatura minima dell’acqua pari a 9 °C nel mese di Gennaio, e una temperatura 
massima dell’acqua di 31 °C nel mese di Luglio (Graf. n. 8).  
Per quanto riguarda le zone interessate dalle positività, queste ricadono 
nell’ambito dei territori delle AA.SS.LL. di Sassari, Olbia, Lanusei, Oristano e Cagliari 
per entrambi gli anni e di Sanluri nel 2015 (Tab. n.14 e 15, Graf. n 2, 5 e 6). 
Le positività riscontrate a seguito della identificazione fenotipica, sono state 
successivamente confermate dalle prove biomolecolari per la sequenza toxR,  marker 
che identificata la specie V. parahaemolyticus (Tab. 18 e 19).  
Nessuno dei ceppi di V. parahaemolyticus ha mostrato presenza dei geni tdh e 
trh, responsabili dell’espressione dei fattori di patogenicità (Tab. 18 e 19). 
Nonostante le percentuali di positività riscontrate nel 2014 (2%) e nel 2015 (4%) 
possano sembrare poco significative, tuttavia riteniamo che l’attenzione verso questi 
microrganismi non dovrebbe continuare ad essere marginale, sia sotto il profilo 
normativo che sanitario, anche in considerazione del costante incremento del consumo 
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di prodotti ittici crudi e delle variazioni climatiche in atto, soprattutto sul riscaldamento 
delle acque marine, che favoriscono la crescita di questi microrganismi. 
Il significativo riscontro di V.parahaemolyticus in campioni di molluschi bivalvi 
alla commercializzazione nell’anno 2015, denota da una parte la scarsa efficacia degli 
attuali metodi di depurazione e dall’altra l’eventualità che il mancato rispetto delle 
temperature di conservazione del prodotto possa contribuire allo sviluppo dei 
microrganismi. 
I risultati ottenuti nel presente lavoro suggeriscono la necessità di effettuare un 
monitoraggio per la ricerca di Vibrio parahaemolyticus esteso alla diverse tipologie di 
molluschi bivalvi provenienti da tutte le zone di allevamento della Sardegna, nel corso 
di tutti i mesi dell’anno.  
Alla luce di tali considerazioni si può concludere che V. parahaemolyticus 
rappresenta un problema sanitario emergente e sarebbe auspicabile l’inserimento di 
questo microrganismo sia nei programmi di monitoraggio delle aree di raccolta dei 
molluschi bivalvi e in quelli di controllo alla commercializzazione, nonché nell’ambito 
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